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ABSTRACT 
Telomeres,  the  ends  of  eukaryotic  chromosomes,  are  crucial  for maintaining  the  integrity  of 
genomic  information. Telomeres protect  chromosome ends  from being  recognized as DNA double 
strand  breaks, which would  lead  to  a  strong  DNA  damage  response  and  deleterious  end‐to‐end 
fusions. Deregulated telomere maintenance  is a hallmark of most cancers and telomere shortening 
has  been  suggested  to  be  a  cause  of  human  aging. Depending  on  the  organism,  telomere  length 
ranges from several hundred base pairs to several kilo base pairs of repetitive G‐rich sequence. The 
most distal end of  the  telomere  forms a 3’ single stranded DNA protrusion of  the G‐rich  telomeric 
strand. This “G‐overhang” is necessary for formation of the “t‐loop”, where the G‐overhang invades 
telomeric DNA at its own chromosome arm, thus creating a DNA loop that effectively hides the end 
of  the  chromosome  from DNA  repair  factors.  Thus,  the G‐overhang  is  thought  to be  essential  for 
protecting chromosome ends from triggering a DNA damage response.  
Here, we  show  that,  surprisingly  and  contrary  to major  assumption  in  the  field,  a  portion  of 
telomeres in Arabidopsis do not possess a G‐overhang. We developed two assays, one for quantifying 
the fraction of G‐overhang containing telomeres (dUTP‐PENT) and one for identifying telomeres with 
a  blunt  or  near‐blunt‐end  (hairpin  ligation  assay).  Using  these  assays,  we  demonstrate  that 
Arabidopsis  has  two  populations  of  telomeres:  G‐overhang  containing  ends  and  blunt‐ended 
telomeres.  The  terminal  permutation  of  the  blunt‐end  was  determined  by  next‐generation 
sequencing as TTTAGGG‐3’. The discovery of blunt‐ends is surprising as blunt‐ended telomeres were 
never previously detected  in any organism. These structures are unable  to  form  t‐loops, and must 
therefore employ a  fundamentally novel mechanism  for chromosome end capping which does not 
rely on G‐overhangs.  
In order to understand how the blunt‐ended telomeres are protected, we studied the telomere 
structure  in  Arabidopsis mutants  deficient  in  chromosome  end  protection. We  demonstrate  that 
deletion of STN1, which  is a member of the G‐overhang binding protein complex CST, has no effect 
on the blunt‐end. In contrast, deletion of the DNA binding KU70/KU80 heterodimer results in loss of 
the blunt‐end. Furthermore, we show that EXO1  is the nuclease primarily responsible  for resecting 
the blunt‐end in the absence of Ku. 
In  conclusion,  this  study  demonstrates  that,  contrary  to  a  fundamental  concept  in  telomere 
biology, G‐overhangs are dispensable for telomere function. We propose that blunt‐ended telomeres 
are  formed by  leading  strand  replication and  that each end of a chromosome assumes a different 
structural conformation. Protection of  the blunt‐end  is dependent on Ku, as,  in  its absence, blunt‐
ends are converted into G‐overhangs. As chromosomes in most other organisms are symmetric with 
regards  to  the  distribution  of  the  G‐overhang,  Arabidopsis  offers  a  unique  opportunity  to  study 
mechanisms  that process blunt‐ended  telomeres, which  are  expected  to  temporarily  appear  after 
DNA replication in all organisms.    
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ZUSAMMENFASSUNG 
Telomere  sind  die  Enden  eukaryotischer  Chromosomen  und  bestehen  aus  repetitiver Guanin‐
reicher  DNA  Sequenz.  Eine  der  wichtigsten  Aufgaben  von  Telomeren  ist  sich  von  DNS 
Doppelstrangbrüchen  zu  unterscheiden  und  damit  einhergehende,  schädliche  Fusionen  der 
Chromosomenenden zu vermeiden. Außerdem können Telomere, deren  Instandhaltung dereguliert 
ist, Krebserkrankungen veursachen und es scheint dass eine graduelle Verkürzung der Telomere mit 
ein  Grund  für  Zellalterung  darstellt.  Die  Telomerlänge  variiert  je  nach  Organismus  von  einigen 
hundert Basenpaaren bis zu mehreren Kilobasenpaaren. Das 3‘ Ende des Telomers geht über das 5‘ 
Ende  hinaus  und  bildet  einen  G‐reichen,  einzelsträngigen  Überhang.  Dieser  „G‐Überhang“  (G‐
overhang)  ist notwendig um eine „t‐Schlinge“ (t‐loop) zu formen. Der „G‐Überhang“ dringt dabei  in 
die telomerische DNS auf dem eigenen Chromosomenarm ein, und hilft das Chromosomenende vor 
DNS Reparaturaktivitäten zu schützen. Daher gilt der G‐Überhang als essentieller Bestandteil eines 
Telomers. 
Wir zeigen hier, dass ein Teil der Telomere der Ackerschmalwand  (Arabidopsis thaliana) keinen 
„G‐Überhang“  besitzt. Mittels  „dUTP‐PENT“ Methode  detektieren wir  „G‐Überhänge“  und mittels 
„hairpin  ligation“  Methode  identifizieren  wir  erstmals  glatte  oder  nahezu  glatte  Telomere.  Die 
terminale  Permuation  des  glatten  Endes  ‐  TTTAGGG‐3‘  ‐  wurde  mittels  „Next  generation“ 
Sequenzierung  ermittelt.  Das  glatte  Telomerende  wurde  bisher  in  keinem  anderen  Organismus 
festgestellt.  Es  kann  keine  beschützende  t‐Schlinge  formen  und muss  daher  durch  einen  neuen, 
bisher unbekannten Mechanismus beschützt werden. 
Um  zu  bestimmen,  wie  glatte  Telomere  beschützt  werden,  haben  wir  die  Telomerstruktur 
verschiedener Mutanten untersucht, deren Schutzmechanismus  für Chromosomenenden defekt  ist. 
Diese Experimente haben gezeigt, dass die Deletion von STN1, ein „G‐Überhang“ spezifisches Protein 
des CST Komplexes, keinen Effekt auf das glatte Ende hat.  Im Gegensatz dazu hat die Deletion des 
DNS  Bindungsproteins  KU70/KU80  zur  Folge,  dass  das  glatte  Ende  verschwindet.  Darüber  hinaus 
haben wir festgestellt, dass die Exonuklease EXO1 hauptsächlich für die Resektion des ungeschützten 
glatten Endes veranwortlich ist.  
Zusammenfassend  zeigen  wir,  dass  in  Kontrast  zu  fundamentalen  Konzepten  der 
Telomerbiologie,  „G‐Überhänge“  für  ein  funktionstüchtiges  Telomer  nicht  essentiell  sind.  Wir 
schlagen vor, dass glatte Telomere durch die Replikation des DNS Leitstranges entstehen und somit 
die beiden Enden eines Chromosoms asymmetrisch sind. Der Schutz des glatten Endes  ist abhängig 
von Ku, denn in dessen Abwesenheit werden die glatten Enden in „G‐Überhänge“ umgewandelt. Da 
Telomere  in  den meisten  anderen Organismen  symmetrisch  sind,  stellt  die  Ackerschmalwand  ein 
einzigartiges  Modell  zur  Aufklärung  jener  molekularen  Mechanismen  dar,  die  zur  Entstehung 
symmetrischer Telomere führen. 
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1 INTRODUCTION 
 
1.1 Telomeres 
Telomeres  are  the  ends  of  eukaryotic  chromosomes.  The  term was  coined  by  Hermann 
Müller  in the 1930s and  is derived from Greek  ‘τέλος’ (telos  ‐ end) and  ‘μέρος’ (meros – part). 
Over the past two decades, extensive research on telomeres has been conducted as telomeres 
are assumed to play fundamental roles  in the development of malignant cancerous cells (Shay 
and  Bacchetti,  1997)  and  are  also  postulated  to  play  a  critical  role  in  aging.  The  two main 
functions of telomeres are to counteract the end‐replication problem (Olovnikov, 1971; Watson, 
1972), and  to protect  the ends of chromosomes  from being  recognized as DNA double strand 
breaks  (DSB)  (reviewed  in  Blackburn,  2001).  As  telomeres  are  the  protective  caps  of 
chromosome ends, it is essential for the survival of a cell to maintain its telomeres in a functional 
state.  
 
1.1.1 Telomeres and DNA double strand break repair 
DNA double  strand breaks within a  chromosome are generally  considered  to be  the most 
dangerous DNA damage to occur in a cell. In budding yeast, one unrepaired DNA DSB is enough 
to lead to cell cycle arrest (Sandell and Zakian, 1993). Therefore the cell has developed multiple 
mechanisms  to  detect  and  quickly  repair  DSBs.  The  two  key mechanisms  of  DSB  repair  are 
Homologous Recombination (HR) and Non‐homologous End Joining (NHEJ). HR uses an identical 
or highly homologous DNA sequence, usually from the sister chromatid, as a DNA template for 
repair. This ensures that no DNA sequence is lost when the DNA strands are rejoined after a DSB 
occurred. NHEJ  is not dependent on a DNA  template and  joins  two broken DNA ends without 
any proof reading function. Therefore, this end joining process is more error‐prone.  
 
The ends of  a  chromosome  are naturally occurring DNA ends  and,  as  such,  they  formally 
resemble  DSBs.  Telomeres  must  not  ,however,  be  recognized  by  the  cellular  DNA  repair 
machinery as a DSB. One consequence of dysfunctional telomeres, which are recognized by the 
DNA damage  repair machinery,  is  activation of  cell  cycle  checkpoints which  lead  to  cell  cycle 
arrest, apoptosis, and cellular senescence (reviewed in Stewart and Weinberg, 2006; Sandell and 
Zakian,  1993).  Another  possible  outcome  of  unprotected  telomeres  is  the  actual  joining  of 
uncapped  telomeres  and  the  formation  of  dicentric  chromosomes.  Those  dicentric 
chromosomes  could  be  torn  apart  during mitosis  as  the  two  centromeres may  be  pulled  to 
opposite poles in anaphase. This would then result in breakage of these dicentric chromosomes, 
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which may  then again  fuse  in daughter cells and propagate genome  instability. This process  is 
known as  the breakage  fusion bridge  cycle  (McClintock, 1939). Telomeres which have  lost  so 
much telomeric DNA that they lack the ability to form a protective cap and hide the natural end 
of the chromosome from the DSB repair machineries show high frequencies of these end‐to‐end 
fusions (Riha et al., 2001).  
 
1.1.2 Telomeres and the end‐replication problem 
Conventional  DNA  replication  is  performed  in  a  semi‐conservative  manner;  following 
replication, both daughter  cells  inherit  a  set of double  stranded DNA; one  strand  is  inherited 
from  the  parent  cell, while  the  other  one was  newly  synthesized  during DNA  replication.  In 
Figure 1, DNA replication and the resulting end‐replication problem are depicted. After opening 
of a replication bubble, RNA primers (red arrows  in Figure 1) are  laid down complementary to 
the DNA strand and are extended by DNA polymerases. As DNA replication is unidirectional and 
takes place  in a 5’ to 3’ direction, the replication fork on the  leading strand moves  in the same 
direction  as  DNA  is  replicated.  Therefore,  leading  strand  replication  occurs  in  a  continuous 
fashion.  On  the  lagging  strand,  the  movement  of  the  replication  fork  is  opposite  to  DNA 
synthesis, which makes  it  impossible to generate one progressive strand of DNA.  Instead, RNA 
primers  are  regularly  laid  down  to  restart  replication  as  the  replication  fork  progresses.  To 
generate one continuous strand of DNA at the  lagging strand, the RNA‐DNA molecules, termed 
Okazaki fragments, need to be joined. This is performed by degradation and replacement of the 
RNA primer through extension of the upstream DNA fragment by DNA polymerase δ followed by 
ligation through DNA ligase (Figure 1A and B). However, the last RNA primer that is laid down at 
the end of the chromosome during lagging strand synthesis cannot be replaced, as no upstream 
Okazaki  fragments are  synthesized which  can  replace  the  terminal RNA primer of  the  lagging 
strand. Thus degradation of the last RNA primer (Budd et al., 2006) leaves a short 3’ overhang at 
the  lagging  strand  (Figure  1C).  Over  multiple  cell  divisions  this  shortening  would  lead  to 
complete loss of telomeric DNA, and thus loss of functional telomeres. 
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Figure 1: The end‐replication problem 
A: A hypothetical chromosome with the centromere in the center, two origins of replication (black/grey circle) and the 
telomeres (green) at the end is shown. Next to the centromere two replication bubbles can be seen. The bubbles are 
extended as replication travels along the DNA strand as indicated by the bidirectional arrows beneath it. RNA primers 
are  indicated  in red; newly synthesized DNA strands  in blue. B+C: Upon extension of  the replication bubbles  to  the 
chromosome termini the replication machinery can extend to the end of the chromosome generating a blunt‐end at 
the  leading  strand  of  the  chromosome, which  is  believed  to  be  post‐transcriptionally  processed  to  generate  a G‐
overhang. At the lagging strand after degradation of the last RNA primer a short G‐overhang remains (C). 
 
1.2 Function and structure of telomerase 
In  most  organisms,  the  primary  method  of  overcoming  the  end‐replication  problem  is 
through  the  action of  telomerase.  Telomerase  is  a  ribonucleoprotein  (Greider  and Blackburn, 
1987)  reverse  transcriptase  that  can  elongate  the  3’  end of  a  chromosome.  The holoenzyme 
consists of  the protein catalytic subunit TERT  (telomerase  reverse  transcriptase), and  the RNA 
subunit  TR  or  TER  that  harbors  a  template  domain  for  telomere  repeat  addition.  The  RNA 
template domain usually consists of 1.5 telomeric repeats, a few nucleotides of which anneal to 
the end of the G‐overhang (Greider and Blackburn, 1989; Lingner and Cech, 1996). Telomerase 
then  reverse  transcribes  the  internal  RNA  template  and  thereby  extends  the  3’ G‐overhang. 
Once the whole RNA template has been reverse transcribed, telomerase translocates and keeps 
extending  the  G‐overhang  (Greider  and  Blackburn,  1989;  Berman  et  al.,  2011).  Finally,  fill‐in 
synthesis of  the complementary C‐rich strand  follows G‐overhang elongation  to  restore a  fully 
extended telomere (Ray et al., 2002).  
 
Inactivation  of  telomerase  caused  by  mutations  of  either  the  TERT  or  TER  telomerase 
subunits leads to telomere shortening. Loss of too many telomeric repeats disrupts the telomere 
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cap  which  leads  to  a  strong  DNA  damage  response.  As  a  result,  cells  either  arrest  or,  in 
mammals, eventually undergo cellular senescence (Bodnar et al., 1998) or chromosome fusion. 
In Arabidopsis thaliana, these fusions can be seen as anaphase bridges, the  incidence of which 
increases  as  telomeres  become  shorter  (Riha  et  al.,  2001). Without  a  functional  telomerase, 
Arabidopsis  tert mutants  survive  up  to  ten  generations  (Riha  et  al.,  2001), while mice  show 
genomic instability in the fourth generation and become infertile in the sixth generation (Lee et 
al.,  1998).  In  budding  yeast  loss  of  telomerase  activity  can  be  overcome  by  alternative 
lengthening mechanisms  (ALT)  (Lundblad and Blackburn, 1993) but when  too much  telomeric 
sequence is lost the cells arrest and eventually enter senescence (Lundblad and Szostak, 1989). 
However, organisms without functional telomerase cannot be propagated indefinitely, indicating 
that  telomerase as a means of maintaining genome  stability  is an essential  factor  for  species 
survival.  In  humans,  telomerase  is  expressed  in  germ  line  cells  and  stem  cells  (Wright  et  al., 
1996) but shut off in normal somatic cells; consequently, those telomeres shorten with every cell 
division  (Harley  et  al.,  1990; Hastie  et  al.,  1990). However,  about  90 %  of malignant  human 
cancers  as well  as most  immortal  cell  lines  have  active  telomerase  (Kim  et  al.,  1994).  Taken 
together, this means that telomerase activity  is  important for maintaining telomere  length and 
to counteract the end‐replication problem, but it can also lead to immortalization of cells, which 
is a requirement of cancer development. It is important to mention that not all cancer cells are 
immortal, also mortal and  telomerase negative  cancer  cells arise but probably do not  survive 
long enough to generate malignant tumors (reviewed in Harley, 2002).  
 
1.3 Telomere structure 
Telomeric DNA consists of G‐rich, repetitive DNA sequences. The G‐rich nature of telomeric 
repeats  is highly  conserved, although  there are  slight differences  in  the  repeat  itself between 
species.  In  mammals,  including  humans  and  mouse,  it  is  TTAGGG,  whereas  baker’s  yeast 
Saccharomyces  cerevisiae  has  TG1‐3  and  fission  yeast  Schizosaccharomyces  pombe  has  a 
telomeric repeat of TTACAGG. In many plants, such as the model plant Arabidopsis thaliana, the 
telomeric  repeat  is  TTTAGGG  (Richards  and  Ausubel,  1988).  Telomere  length  ranges  from  
2 – 10 kb  in  various  Arabidopsis  ecotypes.  The  G‐rich  strand  always  forms  the  3’  end  of  the 
chromosome and extends past  the  complementary C‐rich  strand. Thereby  it  forms a 3’  single 
stranded G‐rich protrusion, which is called the G‐overhang. The length of the G‐overhang varies 
in different organisms from, for example, the ciliate Tetrahymena which has a 14 nt G‐overhang 
to 50 ‐ 400 nt in mammals (Makarov et al., 1997; McElligott and Wellinger, 1997; Wright et al., 
1997). However, no studies have been published so far on the G‐overhang length in Arabidopsis. 
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The G‐overhang has been shown to be important for the formation of the t‐loop (Griffith et al., 
1999) and  is also a substrate for the enzyme telomerase which uses the G‐overhang to extend 
telomeres (Lingner and Cech, 1996).  
 
 
Figure 2: Telomeric conformations  
A: A telomere at the chromosome end with the 3’ G‐overhang in its open conformation is depicted. The mammalian 
telomeric sequence was used  in this scheme. B: To  form a t‐loop, the 3’ G‐overhang  folds back,  invades the duplex 
telomeric region by forming a displacement loop, and basepairs with the complementary C‐strand. This is also called 
the closed conformation of a telomere. 
 
1.4 T‐loop structure 
One well accepted model in the field which could explain how telomere ends are protected 
from recognition as a DSB is the formation of a t‐loop. To form a t‐loop, the end of the telomere 
folds back and the single stranded 3’ G‐overhang invades the double stranded telomeric region 
(Figure  2).  At  the  site  of  invasion  of  the  G‐overhang  into  the  telomere,  a  single  stranded 
displacement  loop  is formed, which,  in the case of humans,  is 75‐200 bp, (Griffith et al., 1999). 
The human telomere binding protein TRF2 has been shown to promote formation of the t‐loop 
in vitro.  In vivo  it was shown that t‐loops are bound by TRF1, which  led to the hypothesis that 
both TRF1 and TRF2 work together to form the t‐loop (Griffith et al., 1999). In this model, TRF1 
helps to fold back and coil the telomeric DNA, while TRF2 facilitates the G‐overhang invasion. T‐
loops vary in size in relation to telomere length; in HeLa clone S3 cells t‐loops are on average 5.8 
kb  long with a double stranded telomeric t‐loop “tail” of 5.2 kb (Griffith et al., 1999). After the 
first  discovery  of  t‐loops  in  humans  and mouse,  t‐loops  have  also  shown  to  be  present  in 
Trypanosoma brucei  (Munoz‐Jordan et  al., 2001),  chicken  (Nikitina and Woodcock, 2004),  the 
common garden pea Pisum sativum (Cesare et al., 2003), C. elegans (Raices et al., 2008), and on 
the long telomeres of the macronucleus but not on the short telomeres of the micronucleus of 
the ciliated protozoan Oxytricha fallax (Murti and Prescott, 1999). This indicates that t‐loops are 
a  common  feature of  telomeres.  Therefore,  t‐loops might provide  a means of protecting  the 
chromosome terminus from being recognized as a double strand break by effectively hiding the 
chromosome end.  
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1.5 Telomere associated proteins and their role in telomere protection 
Functional  telomeres are essential  for cell viability, but how exactly  telomeres protect  the 
ends of chromosomes  is still unclear. The formation of the t‐loop could be one way of how to 
effectively hide the end of the chromosome. For the formation of the t‐loop telomere associated 
proteins are essential, as for example TRF2 (Griffith et al., 1999). Besides the formation of the t‐
loop telomere specific proteins as well as, paradoxically, DNA repair proteins are  important for 
telomere potection. All these factors probably act together to create a fully protected, functional 
chromosome  end.  In  the  following  section  I will  elucidate  the  current  understanding  of  how 
these individual features contribute to the protection of telomeres.  
 
1.5.1 Shelterin – a telomere specific protein complex protects the chromosome end 
The  telomeric  repeat sequence allows proteins  that  recognize  this sequence  to specifically 
bind to the telomere. The two major protein complexes that have been discovered at telomeres 
so  far  are  the  mammalian  Shelterin  complex  and  the  CST  complex.  The  subunits  of  these 
complexes have rapidly evolved and perform slightly different functions in the various organisms 
in  which  they  have  been  studied.  The most  abundant  complex  at mammalian  telomeres  is 
Shelterin. It binds telomeres specifically by recognition of the TTAGGG repeat and is essential for 
proper  telomere  function.  Shelterin  is  moreover  involved  in  telomere  length  regulation. 
Shelterin  consists of  six protein  subunits:  TRF1,  TRF2,  TIN2, RAP1,  TPP1  and POT1  (Liu  et  al., 
2004a; Palm and de Lange, 2008).  
 
TRF1 and TRF2 (TTAGGG repeat factor 1 and 2) are the two Shelterin subunits that bind to 
double stranded telomeric DNA in a sequence specific manner. Both proteins form homodimers 
and bind telomere repeats independently of each other (Broccoli et al., 1997; Fairall et al., 2001). 
TRF1 has been  shown  to negatively  regulate  telomere elongation by  inhibition of  telomerase 
(van  Steensel  and  de  Lange,  1997)  but  it  has  recently  also  been  shown  to  be  necessary  for 
telomeric DNA replication (Sfeir et al., 2009). TRF2 is involved in the formation and stabilization 
of the t‐loop (Griffith et al., 1999). Suppression of TRF2 in mice by a dominant negative allele or 
a genetic deletion of TRF2 causes strong checkpoint responses as well as chromosome end‐to‐
end fusions (Celli and de Lange, 2005). TRF2 blocks DNA repair activities at the telomere through 
inhibition  of  ATM,  a  DNA  DSB  sensor,  which  can  activate  a  p53 mediated  cell  cycle  arrest 
(Karlseder et al., 1999; Denchi and de Lange, 2007). TRF2  is also  important for maintenance of 
the  G‐overhang  and  it  prevents  chromosome  end‐to‐end  fusions  (Celli  and  de  Lange,  2005; 
Konishi and de Lange, 2008).  
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TIN2 (TRF1 interacting factor 2) connects the TRF1 and TRF2 homodimers to each other and 
stabilizes  the binding of TRF1 and TRF2  to  telomeric DNA  (Houghtaling et al., 2004; Ye et al., 
2004b,  2004a;  Kim  et  al.,  2004).  Moreover,  TIN2  recruits  the  TPP1‐POT1  complex  to  the 
telomere through direct  interaction  (Kim et al., 1999; Houghtaling et al., 2004; Hockemeyer et 
al., 2006; Ye et al., 2004a), and therefore TIN2 links proteins at the ds and ss telomeric regions.  
 
TPP1  (formerly  known as TINT1, PTOP, or PIP1)  in  turn directly binds TIN2 and  the  single 
strand  telomere  repeat  specific  binding  protein  POT1  (Protection  of  telomeres  1).  Although 
POT1 recognizes telomeric sequence, interaction with TPP1 is required for it to be imported into 
the nucleus (Chen et al., 2007). Deletion of TPP1  leads to telomere deprotection and telomere 
length phenotypes which can be caused by direct effects of TPP1 at the telomere or through lack 
of POT1 recruitment (Liu et al., 2004b; Ye et al., 2004b; Xin et al., 2007). Additionally, TPP1 has 
been  shown  to  stabilize  TRF2  binding  to  the  telomere  indicating  an  indirect  role  of  TPP1  in 
telomere protection as it stabilizes localization of the telomere repeat binding proteins TRF2 and 
POT1  to  the  telomere  (O’Connor  et  al.,  2004).  Furthermore,  TPP1  is  involved  in  telomerase 
recruitment (Smith and de Lange, 2000) which explains the effects on telomere length regulation 
in the absence of TPP1.  
 
POT1 is the single strand specific telomere binding protein of the Shelterin complex. It binds 
to the G‐overhang and potentially also to the displacement loop which is generated upon t‐loop 
formation (Loayza and de Lange, 2003). Deletion of the human POT1 protein causes G‐overhang 
elongation,  increased  rate  of  telomere  end‐to‐end  fusions  and  aberrant  homologous 
recombination by activation of ATR dependent DNA damage signaling cascades (Loayza and de 
Lange, 2003; Hockemeyer et al., 2006; Denchi and de Lange, 2007; Hockemeyer et al., 2007). 
While only one POT1 protein has been  found  in humans,  two POT1 proteins have evolved  in 
mice: POT1a and POT1b (Hockemeyer et al., 2006). It is noteworthy that the two POT1 proteins 
in mouse  have  acquired  different  functions.  POT1a  suppresses  DNA  damage  responses  and 
POT1b protects the 3’ G‐overhang (Hockemeyer et al., 2006; He et al., 2006; Wu et al., 2006).  
 
Another protein of the mammalian Shelterin complex is Rap1 (repressor activator protein 1). 
The role of Rap1 in humans is not well understood, but it has been well studied in budding yeast. 
Mammalian  Rap1  does  not  bind  telomeric  DNA  directly,  but  its  location  to  the  telomere  is 
dependent  on  the  interaction with  TRF2  (Li  et  al.,  2000).  Rap1  in  budding  yeast  contains  an 
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additional myb binding domain  through which  it directly binds  telomeric DNA and  is  the only 
telomeric DNA binding protein  found  so  far  (König et al., 1996).  It protects  the  telomeric end 
from  being  recognized  as  DNA  DSBs  (Pardo  and Marcand,  2005)  and  binds  to  Rif1  and  Rif2 
(Hardy et al., 1992; Wotton and Shore, 1997). The Rap1/Rif1/Rif2 complex  regulates  telomere 
length through a mechanism known as the protein counting model. Longer telomeres are able to 
bind  more  Rap1,  and  above  a  certain  threshold,  Rap1  negatively  regulates  telomerase. 
Therefore,  shorter  telomeres  are more  likely  to  be  extended  by  telomerase  (Marcand  et  al., 
1997). Thus far, the homology search for a budding yeast Pot1 homologue was unsuccessful.  
 
S. pombe possesses a telomere capping complex remarkably similar to the Shelterin complex 
in mammals;  however,  instead  of  TRF1  and  TRF2,  the  only  telomere  specific  double  strand 
binding protein  found  in S. pombe  is Taz1  (Cooper et al., 1997). Taz1  forms homodimers and 
negatively  regulates  telomerase activity, as  telomeres  in  taz1‐  strains become 10  times  longer 
than their wild type counterparts (Cooper et al., 1997). Moreover, Taz1 maintains repression of 
transcription  at  telomeres  and  is  important  for  proper  meiosis  (Cooper  et  al.,  1997).  Like 
mammalian  TRF2,  Taz1  also  interacts with  Rap1, which  shows  the  same  phenotypes  as  Taz1 
(Chikashige and Hiraoka, 2001; Kanoh and Ishikawa, 2001). Rif1 is another protein that binds to 
Taz1, and  its deletion also  results  in  telomere  length  increase, about  two  fold, and defects  in 
meiosis (Kanoh and Ishikawa, 2001). The fission yeast protein Pot1 was the first Pot1 protein to 
be discovered and  its deletion causes rapid  telomere  loss and circularization of chromosomes, 
suggesting that Pot1  is an  important telomere capping factor (Baumann and Cech, 2001). Later 
experiments co‐purified Pot1 along with the proteins Tpz1, Poz1, and Ccq1.  It was shown  that 
Tpz1 binds Ccq1 and Poz1. Poz1 seems to have a similar function as mammalian TIN2 (Miyoshi et 
al., 2008) as it connects Tpz1 to Rap1. Ccq1, which interacts with Tpz1 as well, has been found to 
be able to recruit telomerase to the telomere (Tomita and Cooper, 2008). In addition Ccq1 and 
Pot1  inhibit  DNA  damage  checkpoint  signal  transduction  during  replication.  (Carneiro  et  al., 
2010).  
 
In Arabidopsis,  orthologues  of most  of  the  Shelterin  complex  proteins  have,  to  date,  not 
been  identified. Homology searches based on sequence similarity with TRF1 and TRF2 revealed 
12  protein  candidates,  six  of which  have,  in  addition  to  the  characteristic myb DNA  binding 
domain,  a myb  extension  domain.  This myb  extension  domain  is  necessary  for  binding  the 
Arabidopsis telomeric sequence  in vitro (Karamysheva et al., 2004). However, so far only TBP1 
deficiency,  one  of  the  six myb‐extenstion  domain  containing  proteins, was  shown  to  have  a 
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telomere phenotype  in vivo as telomeres elongate over multiple generations  in the absence of 
TBP1 (Hwang and Cho, 2007). With regards to the single strand specific telomere binding protein 
Pot1, homology searches revealed that Arabidopsis has three Pot1 proteins named Pot1a, Pot1b, 
which  are  fully  functional,  and  Pot1c  a  truncated  isoform  of  Pot1  (Shakirov  et  al.,  2005). 
Interestingly,  none  of  them,  even  though  they  contain  the  predicted  OB 
(oligosaccharide/oligonucleotide  binding  domain)  fold  that  is  important  for  telomere  specific 
DNA binding, binds to the telomeric DNA in vitro (Rossignol et al., 2007; Surovtseva et al., 2007). 
Instead, Pot1a appears to be a component of the telomerase RNP (Cifuentes‐Rojas et al., 2011). 
 
The  Shelterin  complex,  through  binding  to  the  telomeric  sequence,  distinguishes  the 
telomere from the rest of the chromosome. In the next section I will introduce the other known 
telomere binding complex which  is called CST which, besides  its  location to the single stranded 
G‐overhang, appears to play a role in lagging strand replication.  
 
1.5.2 CST ‐ a G‐overhang specific telomere binding complex  
The second telomere specific binding complex is CST. It was first discovered in budding yeast 
and consists of the proteins Cdc13, Stn1, and Ten1 (Gao et al., 2007; Grandin et al., 2001). Cdc13 
binds  the  3’  G‐overhang  and  interacts with  the  telomerase  subunit  Est1,  thereby  promoting 
telomere  extension  by  telomerase  (Bianchi  et  al.,  2004).  Besides  the  direct  interaction with 
telomerase, Cdc13 is also bound by Stn1, which actually competes with the Est1 binding site and 
negatively regulates telomere elongation (Chandra et al., 2001). In addition, Cdc13 interacts with 
a subunit of Pol α primase, which  is responsible for C‐strand fill‐in after G‐overhang elongation 
(Qi  and  Zakian, 2000). Thus, CST directs both G‐  and C‐strand  synthesis  at  the budding  yeast 
telomere. It is also important for telomere end protection as depletion of the complex leads to 
G‐overhang  elongation  and C‐strand  degradation  as well  as  activation of DNA damage  repair 
machinery and cell cycle arrest (Garvik et al., 1995; Grandin et al., 1997, 2001). CST in mammals 
consists of the subunits CTC1 (Conserved Telomere maintenance Component 1), Stn1, and Ten1. 
CTC1  is bound  to Stn1 and Ten1. Knockdown of CTC1  in humans and plants  results  in  severe 
telomere phenotypes  including anaphase bridges and  longer G‐overhangs (Miyake et al., 2009; 
Surovtseva  et  al.,  2009).  The  elongated G‐overhangs  and  the  fact  that  CTC1  and  Stn1, were 
previously  identified  as  Alpha  Accessory  Factors  (AAF)  involved  in  DNA  Pol  α  primase 
recruitment (Casteel et al., 2009), suggests that CST in mammals plays a more pronounced role 
in  lagging  strand  replication of  the C‐strand  than  in  telomere  end protection. A  recent  study 
identified  the  CST  complex  in  Xenopus  laevis  and  demonstrated  that  Stn1  is  important  for 
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priming of DNA replication in vitro, though no direct interaction with the polymerase α primase 
was observed (Nakaoka et al., 2011). 
 
So far, only two of the three proteins of the CST complex have been identified in S. pombe: 
Stn1 and Ten1. They form a complex with each other and bind to the single stranded G‐overhang 
but do not interact with either the Shelterin like complex, or with Pot1. The consequences of a 
deletion of  the  Stn1/Ten1  complex  are  telomere  rapid deletion  and  cell death  (Martín et  al., 
2007),  which  suggests  that  Stn1/Ten1  play  a  role  in  telomere  protection  in  S.  pombe.  The 
Arabidopsis CST complex consists of CTC1, STN1 and TEN1. STN1 and CTC1 when impaired, have 
several telomeric phenotypes including G‐overhang elongation, increased recombination, a high 
incidence of chromosome fusions, and telomere shortening (Song et al., 2008; Surovtseva et al., 
2009).  These  phenotypes  can  point  to  a  role  of  CST  in  Arabidopsis  in  both,  telomere 
maintenance and telomere protection. G‐overhang elongation can stem either from nucleolytic 
attack  of  the  C‐strand,  which  could  suggest  that  STN1  and  CTC1  play  a  role  in  telomere 
protection, or from failure to properly perform C‐strand fill‐in synthesis, which would suggest a 
role in telomere maintenance.  
 
Taken  together,  the  Shelterin  complex  and  the  CST  complex  form  a  functional  cap  at  the 
telomere; with Shelterin mainly covering the double stranded region of the telomere and POT1 
and CST occupying the single stranded 3’ G‐overhang. These complexes alone are however not 
sufficient  for  a  fully  functional  telomere.  Accessory  factors  are  also  involved  in  either 
maintaining  telomere  integrity or contributing  to  its protection. One  interesting class of  these 
accessory factors are DNA repair proteins. 
 
1.5.3 DNA repair proteins at telomeres 
Paradoxically,  in  addition  to  telomere  specific  binding  proteins DNA  repair  proteins  have 
been  found  to be  located at  telomeres, and are often essential  for proper  telomere  function 
(Bailey et al., 1999). For example the nuclease Mre11 is also present at telomeres. Mre11 is part 
of the MRN/MRX complex, a major factor in DNA damage repair, which plays roles in both non‐
homologous end‐joining and homologous recombination. At telomeres  in budding yeast Mre11 
is necessary  for  the  formation of  the G‐overhang,  as depletion  of Mre11  leads  to  shorter G‐
overhangs (Larrivée et al., 2004). In mammals, both the repetitive telomeric sequence and the t‐
loop structure present a hurdle for DNA replication and can cause replication fork stalling. This, 
in  turn,  triggers  recruitment of  several members of  the DNA damage machinery  (Verdun and 
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Karlseder, 2006).When replication proceeds to the end of the telomere the short 3’ overhang at 
the lagging end are detected as DSBs in G2‐phase in an ATM/MRE11 dependent manner (Verdun 
et al., 2005), before they are processed by factors of homologous recombination (HR) in concert 
with  the  telomere binding protein TRF2  to  form a  stable  t‐loop  (Verdun and Karlseder, 2006; 
Griffith  et  al.,  1999).  These  data  suggest  that  the  ends  of  chromosomes  are  transiently 
recognized  as DNA DSBs prior  to be being processed  into  functional  telomeres,  and  that  this 
processing by DNA repair factors is necessary to generate fully functional telomeres.  
 
1.6 Ku complex 
A  major  focus  of  this  dissertation  is  the  DNA  repair  protein  Ku.  Ku  is  a  conserved 
heterodimer with multiple functions in DNA repair, V(D)J recombination and telomere biology. It 
consists  of  two  subunits:  Ku70  and  Ku80 which  are  70  kDa  and  86  kDa  in  size  in  humans, 
respectively. Both  subunits  individually  form asymmetric  ring  like  structures and bind  to each 
other by overlaying  the resulting  tunnel  in  the middle of  the proteins. The crystal structure of 
the human Ku complex has shown that Ku binds DNA by loading through this tunne and it only 
interacts  with  the  sugar  phosphate  backbone  of  DNA.  Therefore,  Ku  loads  onto  DNA  in  a 
sequence unspecific manner, but always with Ku80 facing towards the DNA molecule and Ku70 
facing  away  from  the  DNA  molecule  (Walker  et  al.,  2001).  Moreover,  the  N‐terminal  
α/β domains of Ku70 and Ku80  likely play a role  in binding other protein  interaction partners. 
These N‐terminal  domains  are  located on  the  side of  the DNA binding  tunnel  (Walker  et  al., 
2001). Once  Ku  is  loaded  onto  a  DNA  fragment,  it  can  freely  slide  along  the  DNA molecule 
(Walker et al., 2001). Recently,  Lopez et al.  showed  that  in yeast  the Ku  complex  likely binds 
telomeric DNA directly via the tunnel, as obstruction of the tunnel by amino acid change, results 
in a Ku mutation that reduces its presence at telomeres, causes a shortening in telomere length, 
increased G‐overhangs, and  thus  leads  to  the same  telomeric   phenotypes as Ku null mutants 
(Lopez et al., 2011). 
 
1.6.1 Role of the Ku complex in NHEJ  
The  best  studied  role  of  Ku  is  its  function  in  non‐homologous  end‐joining  (NHEJ).  Non‐
homologous end joining (NHEJ) is the DNA repair pathway most commonly used in mammals. In 
NHEJ,  a DNA DSB  is  repaired without  the  necessity  of  a DNA  template.  If  a DNA DSB  in  the 
interior of a chromosome occurs, Ku recognizes this DSB in a sequence independent manner and 
binds to the two broken ends of DNA. Ku protects broken DNA ends from excessive nucleolytic 
degradation and keeps them in close proximity. Furthermore, it recruits downstream factors of 
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the NHEJ pathway, including DNA‐PKcs, Artemis, DNA ligase IV, and XRCC5 to repair the DSB. Ku 
can  recognize  blunt‐ends  and/or  DNA  DSBs  that  contain  3’  or  5’  single  stranded  DNA  ends 
(reviewed in Downs and Jackson, 2004).  
 
1.6.2 Role of the Ku complex at telomeres 
The telomeric phenotypes arising from Ku dysfunction are remarkably varied in the different 
organisms. In S. cerevisiae Ku binds to telomeres (Gravel et al., 1998) throughout the entire cell 
cycle  but was  observed  to  be  present  at  reduced  levels  at  the  telomere  if  a  DNA  DSB was 
induced. This led to the hypothesis that telomeres serve as reservoirs for Ku, from where it can 
be recruited to a DSB (Martin et al., 1999). Other, well studied aspects of the Ku complex are its 
link to telomere length maintenance and C‐strand protection. Ku deficiency in S. cerevisiae leads 
to telomere shortening  (Boulton and  Jackson, 1996; Porter et al., 1996). Moreover, Ku directly 
interacts with the 48 nt stem  loop of TLC1, the budding yeast telomerase RNA (Peterson et al., 
2001;  Stellwagen  et  al.,  2003),  and  is  also  required  for  the  localization  of  Est2,  the  catalytic 
subunit  of  budding  yeast  telomerase,  to  telomeres  in  G1  (Fisher  et  al.,  2004).  Yeast  strains 
combining deficiencies  in Ku and  telomerase subunit  factors have a severely  impaired viability 
(Gravel et al., 1998; Polotnianka et al., 1998; Nugent et al., 1998). These data suggest that the Ku 
complex in S. cerevisiae recruits telomerase to the telomere. Moreover, wild type budding yeast 
G‐overhangs  are  generally  12  ‐  14 nt  long  (Larrivée  et  al.,  2004) but during  late  S‐phase  the  
G‐overhang  length  increases to 50 ‐ 100 nt (Wellinger et al., 1993);  in contrast, G‐overhangs  in 
Ku mutants are elongated throughout the cell cycle (Gravel et al., 1998; Polotnianka et al., 1998). 
These  elongated G‐overhangs  could  result  from  telomerase mediated G‐overhang  elongation 
and  uncoupled  C‐strand  synthesis  or  C‐strand  degradation.  It  was  shown  that  C‐strand 
degradation  in budding yeast  in the absence of Ku  is mediated by Exo1  (Maringele and Lydall, 
2004;  Bertuch  and  Lundblad,  2004),  a  5’  to  3’  exonuclease,  indicating  that  Ku  protects  the 
telomere against C‐strand resection by Exo1. Recent data show that Ku inhibits Exo1 resection at 
the very end of the telomere, while Rap1, Rif1 and Rif2 inhibit more extensive resection into the 
telomere  (Bonetti  et  al.,  2010). Moreover,  Ku protects  telomeres  from  recombination  events 
elicited by Rad51 (Grandin and Charbonneau, 2003).  
 
The Ku complex in S. pombe is also associated with telomeres and subtelomeric regions, in a 
Taz1  independent manner  (Miyoshi  et  al.,  2003).  Deletion  of  Ku  in  fission  yeast  has  similar 
effects as  in budding yeast. The absence of Ku causes  telomere  shortening,  rearrangement of 
subtelomeric regions (Baumann and Cech, 2000), and longer G‐overhangs (Kibe et al., 2003). It is 
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still  unclear whether  these  effects  are  due  to  nucleolytic  attack  of  the  C‐strand  or  due  to  a 
potential activity of Ku to positively regulate telomere length.  
 
Ku mutant mice display severe growth defects and premature senescence (Nussenzweig et 
al., 1996; Vogel et al., 1999). Moreover, deletion of Ku has been shown to cause both telomere 
shortening  (d’  Adda  di  Fagagna  et  al.,  2001)  and  lengthening  (Samper  et  al.,  2000)  in mice; 
therefore it is not clear what effect Ku has on telomere length regulation. Ku in mouse also plays 
a dual  role  in  regards  to end‐to‐end  fusions.  If  telomeres are of wild  type  length, Ku prevents 
fusions, indicating that it plays a role in telomere capping (Bailey et al., 1999; Hsu et al., 2000). 
However, if telomeres become short and unprotected, Ku promotes end‐to‐end fusions (Espejel 
et  al.,  2002)  as  indicated  by  the  absence  of  fusions  in  late  generation  Ku86‐/‐  Terc‐/‐  double 
mutants in comparison to Terc‐/‐ single mutants. The fact that end‐to‐end fusions occur at short 
telomeres in the presence of Ku, indicates that it serves as a mediator for NHEJ mediated repair 
of unprotected,  short  telomeres  (Espejel et al., 2002). However,  the G‐overhang  length  is not 
influenced by the loss of Ku in mice (Espejel et al., 2002). Ku associates with telomeres through 
TRF1 interaction (Hsu et al., 2000) which however does not exclude that it also binds telomeric 
DNA directly.  
 
Strikingly unlike  in other organisms,  the Ku complex  in humans  is essential  (Li et al., 2002; 
Wang et al., 2009). No human disease is known to involve a Ku deficiency, and full knockout lines 
are also lethal, displaying rapid telomere loss and excision of t‐circles, which are believed to be 
products of recombination and excision of t‐loops (Wang et al., 2009). Ku is found at telomeres 
throughout  the  cell  cycle  (d’  Adda  di  Fagagna  et  al.,  2001)  in  the  presence  and  absence  of 
telomerase (d’ Adda di Fagagna et al., 2001; Hsu et al., 1999, 2000). In contrast to budding yeast, 
the levels of human Ku at telomeres are not reduced in response to DSBs (d’ Adda di Fagagna et 
al., 2001). Ku interacts with the human telomere through binding to TRF2 (Song et al., 2000). It 
also directly interacts with Rap1 (O’Connor et al., 2004) and with the catalytic subunit hTERT of 
telomerase  (Chai  et  al.,  2002).  These  data  suggest  that  Ku  is  involved  in  both  telomerase 
recruitment and  telomere capping. Loss of a  single allele of Ku86  in human cell  lines  leads  to 
profound telomere  loss, slightly elongated G‐overhangs, and end‐to‐end fusions  (Myung et al., 
2004).  
 
In  contrast  to  budding  yeast,  Ku  in  Arabidopsis  is  not  required  for  the  formation  of 
chromosome end‐to‐end fusions  in a telomerase negative background as anaphase bridges are 
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observed  in ku70 tert double mutants (Riha and Shippen, 2003).  In general Ku has three major 
functions at Arabidopsis telomeres (Riha et al., 2002). Ku inhibits recombination at the telomere 
by  suppressing  the  excision  of  t‐loops  in  the  form  of  t‐circles  (Zellinger  et  al.,  2007).  The  Ku 
complex furthermore blocks the action of the 5’  ‐ 3’ exonuclease  I (ExoI; Rössler, 2008), which 
leads  to  elongated G‐overhangs  in Arabidopsis  ku70  tert  double mutants  (Riha  and  Shippen, 
2003). The  third and most divergent  function of  the Arabidopsis Ku complex,  is Ku’s ability  to 
negatively  regulate  telomerase  activity  (Riha  and  Shippen,  2003).  ku70  mutants  have 
dramatically  elongated  telomeres  changing  from  wild  type  Wassilewskija  ecotype  levels  of  
4 – 8 kb to 6 – 12 kb in G1 of ku70 mutants and even extend to 20 kb in G2 (Riha et al., 2002). A 
recent  study  in  C.  albicans  demonstrates  that  also  in  this  organism,  Ku  negatively  regulates 
telomerase,  as  homozygous  ku70‐/‐  strains  exhibit  longer  telomeres  compared  to  wild  type 
(Chico et al., 2011).  
 
In  this section  I summarized studies on  the  telomere specific protein binding complexes  in 
various model organisms. Besides the protein complexes; the G‐overhang  is a common feature 
of  telomeres  in  the  different  organisms.  Studies  in  humans  have  shown  that  the majority  of 
telomeres have a G‐overhang (Makarov et al., 1997). Several methods have been developed to 
assay for the presence and the length of a G‐overhang and the next section gives a summary of 
their results.  
 
1.7 Telomere end processing  
The G‐overhang  structure  as  such  plays  an  important  role  in  several  aspects  of  telomere 
biology. It is essential for telomere elongation by telomerase (Lingner and Cech, 1996), and it is 
necessary  for  the  formation of  t‐loops. Therefore, a major question  in  the  telomere  field  is  to 
understand  how  the  G‐overhang  is  generated  at  both  ends  of  the  chromosome. When  the 
replication machinery proceeds to the terminus of a chromosome the leading strand machinery 
is  believed  to  synthesize  DNA  to  the  very  end  of  the  chromosome,  generating  a  blunt‐end. 
However, it has been shown in mammals that telomeres on both ends of a chromosome contain 
long G‐overhangs (Makarov et al., 1997). To obtain G‐overhangs on both chromosome termini, 
the leading strand has to be processed after replication. Studies on mammalian telomeres have 
shown that 70 % of the G‐overhangs end in GGTTAG‐3’, GGGTTA‐3’, and AGGGTT‐3’, while 80 % 
of  the C‐strands  terminate  in CCAATC‐5’  (Sfeir et  al., 2005). One hypothesis  is  that  a  specific 
nuclease resects the C‐strand on both chromosome ends  in a sequence specific manner as the 
most prevalent C‐terminus  in mammals  is CCAATC‐5’  (Sfeir et al., 2005). Moreover, data  from 
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Jacob  et  al.  shows  that  in  Tetrahymena  wild  type  and  telomerase  mutant  cells,  the  most 
common G‐overhang permutation  is TGGGGT‐3’. Although  in  the  telomerase mutants a  slight 
shift  was  observed  to  the  GGGGTT‐3’  permutation,  the  processing  of  the  G‐overhangs  was 
otherwise not affected, and the majority of G‐overhangs still ended in TGGGGT‐3’. This indicates 
that  telomerase has a  slight  influence on G‐overhang processing but  it  is not  the determining 
factor  in specifying  the  terminal sequence  (Jacob et al., 2003). The  fact  that  in  the absence of 
telomerase the terminal G‐overhang sequence stays the same suggests that a thus far unknown 
nuclease resects both the G‐overhang and the C‐strand. Extensive research has been conducted 
to  find  the  nuclease  responsible  for  resection  of  the  telomeric  strands.  Several  protein 
candidates such as Mre11 (Larrivée et al., 2004), Exo1 (Maringele and Lydall, 2004), and Apollo 
(Lam  et  al.,  2010; Wu  et  al.,  2010)  have  been  shown  to  have  an  influence  on  telomere  end 
processing. The most likely hypothesis is that there is interplay of several nucleases that process 
the end of the telomere together (reviewed in Longhese et al., 2010). 
 
In conclusion, the formation of functional telomeres is a complex process involving multiple 
inter‐dependent steps. In most organisms, telomerase is the enzyme responsible for elongating 
the  repetitive  telomeric  sequence,  which  needs  to  be  coordinated  with  C‐strand  synthesis. 
Telomere specific binding proteins for the double stranded telomeric region such as Shelterin or 
for  the single stranded G‐overhang such as CST and Pot1 contribute  to  telomere maintenance 
and  telomere  end  protection.  The  G‐overhang  is  another  essential  factor  of  the  telomere, 
needed  for  both  the  formation  of  the  t‐loop,  and  for  telomere  elongation.  It  needs  to  be 
processed  together with  the C‐strand  to be  long enough  to  invade double  stranded  telomeric 
DNA and form a stable t‐loop, which  is believed to effectively hide the chromosome end from 
DNA repair factors. A major question of my PhD project was to determine whether G‐overhangs 
are essential for proper telomere function. 
 
Most  of  the  assays  developed  to  either  determine  the  end  structure  of  the  telomere  or 
telomere  length were  developed  in  human  cell  culture.  A  detailed  analysis  of  the  currently 
available assays including their strengths and weaknesses can be found in the appendix 9.1. The 
first studies on G‐overhangs were conducted by in‐gel hybridization in S. cerevisiae and revealed 
that  long  overhangs  are  only  present  in  S‐phase  (Dionne  and  Wellinger,  1996).  This  in‐gel 
hybridization technique also seems the most reliable one as most labs tend to use this method 
for  telomere end analysis. The PENT assay determined  that 80 % of  telomeres  in human cells 
have G‐overhangs which are 130 ‐ 210 nt long (Makarov et al., 1997). The double strand specific 
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nuclease assay revealed that G‐overhang length in humans ranges from 20 ‐ 400 nt (Zhao et al., 
2008).  This  is  consistent with  previous  data  from McElligott  et  al., who  by  primer  extension 
assays  determined  a  human  G‐overhang  length  of  >  45  nt  (McElligott  and Wellinger,  1997). 
Cimino‐Reale et al determined by the telomere oligonucleotide ligation assay, that the majority 
of human G‐overhangs are below 90 nt (Cimino‐Reale et al., 2001). Zaho et al. also showed, that 
human  lagging  telomeres have an average G‐overhang  length of 115 nt while G‐overhangs of 
leading  telomeres  are  on  average  only  40  nt  in  size  (Zhao  et  al.,  2009). While  studies  on G‐
overhang length in Arabidopsis have yet to be published, PENT revealed that only about 50 % of 
telomeres  exhibit  long  G‐overhangs  (Riha  et  al.,  2000).  Therefore,  I  set  out  to  verify  the 
distribution of G‐ovehrangs in Arabidopsis and to determine the end structure of the remaining 
telomeres. I further aimed at revealing the mode of protection of the fraction of telomeres that 
do not form a G‐overhang.  
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2 AIM of this THESIS 
 
The overall goal of my  thesis was  to  investigate  the  telomere end structure  in Arabidopsis 
and to investigate the role of the Ku heterodimer at telomeres. 
 
Objective 1: Determination of the terminal end structure of telomeres in Arabidopsis 
Previous  studies  indicated  that  Arabidopsis  telomeres  have  asymmetric  telomere  end 
structures (Riha et al., 2000). I reinvestigated these findings by  improving the Primer Extension 
Nick Translation (PENT) assay. By applying the newly developed hairpin ligation assay I aimed at 
determining a novel telomere end structure in Arabidopsis.  
 
Objective 2: Analysis of the terminal permutation of the telomere end structures 
For  analysis of  the  terminal permutation of  the G‐overhang  I employed  a  combination of 
adapter ligation and next generation sequencing. To investigate the terminal permutation of the 
blunt‐ended  telomere  I  used  the  hairpin  ligation  assay  in  combination with  next  generation 
sequencing. 
 
Objective 3: Analysis of mechanisms protecting the blunt‐ended telomere 
I applied the newly developed methods, the dUTP‐PENT assay and the hairpin ligation assay, 
to examine the effect of various mutants involved in telomere end protection, such as STN1, Ku, 
and EXO1 on the telomere end structure. 
 
Objective 4: Determination of how Ku interacts with the Arabidopsis telomere 
Even though the deletion of the Ku heterodimer has several telomere specific phenotypes its 
physical  interaction with  the Arabidopsis  telomere has not been  shown  so  far. Through Co‐IP 
and ultimately ChIP experiments I wanted to understand the mechanism of how Ku is involved in 
telomere  end  protection. Moreover,  since  depletion  of  Ku  causes  telomeres  to  elongate  in 
Arabidopsis I investigated the effect of Ku overexpression. 
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3 RESULTS 
 
3.1 dUTP‐Primer Extension Nick Translation  (dUTP‐PENT) assay  to detect  telomeres 
with G‐overhangs 
The analysis of G‐overhangs is technically very challenging as it requires reliable detection of 
a  few  tens of nucleotides of single stranded DNA  in  the context of  thousands of base pairs of 
double‐stranded DNA of  identical  sequence. PENT was developed with  the  aim  to quantify  a 
fraction  of  telomeres  that  carry  a  G‐overhang  but  as  the  telomeric  repeats  cannot  be 
distinguished from the  interstitial telomeric repeats, we sought for a modification of this assay 
to  be  able  to  quantitatively  determine  the  amount  of  telomeres  with  G‐overhangs.  In  the 
traditional  PENT  assay  a  telomeric  C‐strand  primer  was  annealed  to  the  G‐overhang  and 
extended  by  DNA  polymerase  I.  DNA  polymerase  I  has  a  5’‐3’  polymerase  activity  and  thus 
generates  template‐based  double  stranded  DNA  if  a  primer  is  present.  In  addition  DNA 
polymerase I has a 5’‐3’ exonuclease activity and therefore replaces nucleotides in front of it by 
nick translation. The polymerization reaction was carried out in the presence of all dNTPs except 
for dGTP. Therefore, synthesis of the C‐strand stopped as soon as the polymerase reached the 
first guanine of the subtelomere. This generated a nick between telomeric C‐strand and the rest 
of  the  chromosomal DNA.  This newly  generated  strand  can be  separated  from bulk  genomic 
DNA by alkaline electrophoresis. With the PENT assay Riha et al. showed that only 50 percent of 
the telomeres  in Silene  latifolia and Arabidopsis thaliana have G‐overhangs  (Riha et al., 2000). 
However,  the  PENT  assay  does  not  permit  to  distinguish  intact  C‐strands  from  interstitial 
telomeric  sequences  as both migrated with  the bulk of high molecular weight  genomic DNA. 
Thus, it was not clear whether the PENT resistant signal detected by Riha et al (Riha et al., 2000) 
was indeed derived from telomeres. To determine whether the PENT resistant signal originated 
from telomeres with a distinct end structure, we modified the PENT assay. The amendments to 
the traditional PENT assay were established in the laboratory by Dr. Barbara Zellinger, a former 
PhD student in the lab. 
 
As depicted  in Figure 3  for  the dUTP‐PENT assay, we annealed a  (C3AT3)2 primer  to  the 3’  
G‐overhang and extended  it with DNA polymerase  I  in  the presence of dATP, dCTP, dTTP, and 
dUTP,  but  not  dGTP.  As  the  telomeric  C‐strand  does  not  contain  any  guanines,  the  primer 
extension  reaction stopped as soon as  the polymerase  reached a guanine  in  the subtelomeric 
region. Uracil,  in  the  form of dUTP, was added  to  the dNTP mix at a ratio  to dTTP of 1:3. The 
incorporation  of  uracil  in  the  newly  synthesized  telomeric  C‐strand  and  the  release  of  the 
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telomeres  from  genomic  DNA  by  AluI  restriction  digest  were  crucial  amendments  to  the 
traditional  PENT  assay.  The  release  of  telomeres  from  genomic DNA with AluI  allowed  us  to 
distinguish  telomeres  from  interstitial  telomeric  repeats,  as  the  shorter  telomeric  interstitial 
DNA  fragments  migrated  faster  through  the  gel.  After  AluI  restriction  digest,  the  newly 
incorporated  uracil  in  the  telomeric  C‐strand was  degraded  by Uracil‐DNA  glycosylase  (UDG) 
resulting in fragile, abasic sites in the DNA strand. These abasic sites made DNA strands fragile in 
denaturing  alkaline  gel  electrophoresis  resulting  in  smaller  DNA  fragments  migrating  faster 
through  the  gel. As  a  result,  telomeres  containing G‐overhangs were  degraded  in  this  assay. 
After gel electrophoresis the DNA was transferred onto a membrane via Southern blot and the 
telomeric DNA was  visualized  by  hybridizing  the membrane with  a  telomeric  probe  (T3AG3)4. 
Thus,  the dUTP‐PENT  allowed  the  discrimination of  terminal  and  intrachromosomal  arrays of 
telomeric DNA and enabled quantification of telomeres carrying G‐overhangs.  
 
 
Figure 3: Scheme of the dUTP‐PENT assay 
At a G‐overhang containing  telomere a primer was annealed and extended by DNA polymerase  I. The  incorporated 
uracils were degraded by UDG treatment which resulted in abasic sites. As the DNA sample was subjected to alkaline 
electrophoresis,  which  denatured  double  stranded  DNA,  these  abasic  sites  were  nicked  and  rendered  the  DNA 
fragmented into small pieces which migrated faster through the gel. As a consequence if a G‐overhang was present a 
reduction of the telomeric signal was observed after UDG treatment. Additionally, to distinguish interstitial telomeric 
sequences  from  terminal  telomeric sequences  the  telomeres were separated  from genomic DNA by AluI  restriction 
digest followed by denaturing alkaline gel electrophoresis.  
 
Figure 4 A  lane 1  illustrates a  standard  terminal  restriction  fragment  (TRF) analysis, which 
shows the wild type length of telomeres ranging from 2 to 5 kb. The signal at the bottom of the 
lane indicated by an asterisk is the signal originating from intrachromosomal telomeric repeats, 
also called interstitial repeats. Neither the addition of DNA polymerase I (PolI, Figure 4 A lane 2), 
nor the further addition of dUTP in the dUTP‐PENT reaction (Figure 4 A lane 3) had any influence 
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on  the  telomeric signal, as  the  intensity of  the signal remained  the same as  the wild  type TRF 
reaction in lane 1. Upon addition of UDG, PolI, and dUTP, a reduction of the signal was observed 
(Figure  4  A  lane  4).  This  reduction  of  the  signal  indicates  that  there  are  telomeres  with  
G‐overhangs present, which are  long enough to serve as a binding site for the (C3AT3)2 primer. 
However,  there  is a  remaining TRF  signal  still detectable. This  indicates  that not all  telomeres 
contain G‐overhangs long enough to serve as an annealing platform for the primer.  
 
 
Figure 4: The dUTP‐PENT assay specifically detects telomeres with G‐overhangs 
Lane 1: Standard TRF on wild type DNA. Lane 2 & 3: Addition of DNA Polymerase I and dUTP. Lane 4: Addition of all 
components  for  the dUTP‐PENT assay,  including UDG. This experiment has been conducted  in cooperation with Dr. 
Barbara Zellinger. kb: kilobasepairs. asterisk: interstitial telomeric signal. 
 
3.1.1 The dUTP‐PENT assay detects only G‐overhang containing telomeres 
The residual signal that is resistant to the dUTP‐PENT assay could represent telomeres with 
short  3’  G‐overhangs,  short  5’  C‐overhangs  or  even  blunt‐ended  telomeres.  Moreover  we 
wanted  to  evaluate whether we  could  quantitatively  detect  telomeres with  G‐overhangs  by 
applying  the  dUTP‐PENT  assay.  Therefore,  to  verify  that  the  assay  specifically  detects  
G‐overhang  containing  telomeres  and  not  other  telomeric  structures,  several  controls  were 
conducted in cooperation with Dr. Barbara Zellinger.  
 
We  first  tested whether  a primer was necessary  for  the dUTP‐PENT  assay  to  function.  In 
Figure  5  lane  2  it  can  be  seen  that  the  addition  of  the  primer  reduced  the  telomeric  signal. 
Quantification of the signal reduction by Quantity One software (BioRad) showed that the signal 
in Figure 5 A lane 2 was reduced by 53 %. Omission of the primer resulted in a telomeric signal 
intensity of 107 % (Figure 5 A  lane 3), comparable to the standard TRF signal (Figure 5  lane 1). 
    Results 
Anita Kazda    Page 32 of 139 
After degradation of G‐overhangs with exonuclease 1, which has a 3’ to 5’ exonuclease activity 
(Figure 5 A  lane 4), the addition of primer and UDG did not have any effect on the  intensity of 
the  signal.  This  indicates  that  the  signal  reduction  was  indeed  due  to  primer  annealing  to  
G‐overhangs and degradation of incorporated uracil.  
 
To  test whether  the  telomeres  that were  resistant  to  dUTP‐PENT  lacked  overhangs  long 
enough to prime the reaction, we treated the DNA with T7 gene 6 exonuclease, to generate long 
overhangs  at  all  telomere  ends.  This  exonuclease  has  a  5’  to  3’  exonucleolytic  activity  and 
generates  3’  overhangs  at  dsDNA  ends.  As  seen  in  Figure  5  B  lane  3,  the  signal  was  lost 
completely after T7 exonuclease treatment when compared to the untreated sample (Figure 5 B 
lane  2).  This  experiment  verified,  that  the  dUTP‐PENT  assay  specifically  detects  G‐overhang 
containing telomeres which allow the binding of a (CCCTAAA)2 primer. Moreover  it shows that 
the  fraction of  telomeres which are  resistant  to  the dUTP‐PENT do not  contain a G‐overhang 
long enough for specific primer binding.  
 
 
Figure 5: Effect of primer omission and long 3’ G‐overhang containing DNA on dUTP‐PENT 
A: Lane 1: Only the primer was added to the DNA sample. Lane 2: Reduction of the telomeric signal after addition of 
primer and UDG can be observed. Lane 3: No difference in the intensity of the signal was measured when UDG but no 
primer was added. Lane 4: Blunt‐ended DNA fragments were generated by pretreatment with exonuclease I prior to 
the dUTP‐PENT assay. The signal intensity remained the same as in the wild type sample in lane 1, indicating that the 
sample was resistant to primer annealing and thus uracil was not incorporated into these samples. B: Generation of 3’ 
overhangs at all telomeres by the addition of T7 gene 6 exonuclease which has a 5’ to 3’ exonuclease activity (lane 3). 
Exo1; exonuclease 1 3’‐5’ exonuclease  activity. UDG; Uracil DNA  glycosylase.  kb:  kilobasepairs.  asterisk:  interstitial 
telomeric signal. These experiments were conducted in cooperation with Dr. Barbara Zellinger. 
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Quantification  of  the  signal  loss  from  15  independent  experiments  revealed  that  42 % 
(±7.51 %) of wild type Arabidopsis telomeres contain G‐overhangs. These results confirmed the 
initial observation of Riha et al. 2000, that indeed at least two populations of structurally distinct 
telomeres exist. As a consequence of these results, we asked the question what the structure of 
the remaining telomeres was.  
 
3.2 Hairpin ligation assay – a novel assay to detect blunt‐ended telomeres 
One hypothesis is that telomeres in Arabidopsis might not be subject to nucleolytic resection 
after DNA  replication by  the  leading  strand mechanisms and  thus  remain blunt‐ended at one 
end of the chromosome. As the DNA replication machinery operates in a 5’ to 3’ direction, it can 
only proceed to the very terminus of the chromosome at the  leading end, while at the  lagging 
end a short overhang will remain after degradation of the most terminal RNA primer. The fact 
that  approximately  half  of  the  telomeres  in  Arabidopsis  contain  G‐overhangs  further 
strengthened  our  reasoning  that  the  two  populations  of  telomeres  might  originate  from 
differences in the leading and lagging strand replication. The leading strand is generally believed 
to form an initial blunt‐end which is then resected by a yet unknown nuclease. This assumption 
is  based  on  the  presence  of  G‐overhangs  on  the  majority  of  human  and  yeast  telomeres 
(Wellinger  et  al., 1996; Griffith  et  al.,  1999).  It  is  further underlined due  to  the  fact  that  the 
terminal C‐strand sequence remains the same in the presence or absence of telomerase (Jacob 
et al., 2003). However, our hypothesis was that, unlike  in other organisms, the terminus of the 
leading end remains blunt‐ended in Arabidopsis and is not processed by a nuclease.  
 
To test this hypothesis, I used the hairpin ligation assay originally developed by Dr. Barbara 
Zellinger  (see Figure 6 A).  In  this procedure, a blunt‐ended hairpin oligonucleotide was  ligated 
with T4 DNA ligase to genomic DNA. Then the genomic DNA was digested with AluI and the DNA 
was separated by alkaline gel electrophoresis. For visualization of the telomeres a Southern blot 
was performed and hybridized with a (T3AG3)4 probe. If the hairpin had ligated at both the 5’ and 
3’  end  to  a  telomere,  the  two  complementary  strands  of  the  telomere would  be  covalently 
linked.  The  resulting  TRFs  would  migrate  as  a  double  sized  fragment  under  denaturing  gel 
electrophoresis  conditions.  We  were  indeed  able  to  detect  these  products;  such  a  slower 
migration pattern can be observed as a telomeric signal shifting up from the standard TRF signal 
(Figure 6 C lane 2, arrowhead). To test whether the shift of the signal occurred due to the hairpin 
ligation to the telomere, a BamHI site was incorporated into the hairpin (Figure 6 B). Release of 
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the hairpin from the blunt‐ended telomere with a BamHI restriction digest resulted  in a  loss of 
the signal shift (Figure 6 C lane 3).  
 
 
Figure 6: Scheme of the hairpin ligation assay 
A:  Telomere  ends  were  covalently  linked  by  the  T4  DNA  ligase  mediated  ligation  of  a  blunt‐ended  hairpin 
oligonucleotide.  Telomeres  were  then  released  from  genomic  DNA  by  AluI  restriction  digest  and  separated  by 
denaturing  alkaline  gel  electrophoresis.  Southern  blot  and  hybridization with  a  (T3AG3)4  probe was  performed  to 
detect telomeres. B: Nucleotide composition of the hairpin. The BamHI site is indicated. C: Lane 1: Standard TRF signal 
of wild type DNA after AluI restriction digest. Lane 2: Shift of the telomeric signal due to hairpin ligation and covalent 
linkage of  the blunt‐ended  telomere  indicated by  the arrowhead. The shift of  the signal was specific  to  the hairpin 
ligation  since  it  disappeared  after  removal  of  the  hairpin  by  BamHI  restriction  digest  (lane  3).  Kb:  kilobasepairs. 
asterisk: interstitial telomeric signal. 
 
The DNA for the hairpin ligation assays, as well as for the dUTP‐PENT assays, was extracted 
from 4 to 6 week old plants. These plants mostly consist of postmitotic nondividing cells that lack 
telomerase activity. To determine whether the telomeric blunt‐ends are also present in dividing 
telomerase positive cells, DNA from Arabidopsis suspension culture was extracted and analyzed 
by the hairpin  ligation assay. DNA from these cells also shows the typical shift  in the telomeric 
signal  indicative of blunt‐ended  telomeres  (Figure 7 A  lane 2). Moreover, DNA extracted  from 
inflorescences, which  is  a  tissue  containing  a  large number of dividing  cells,  also displays  the 
signal shift (Figure 7 B lane 4). These results show that blunt‐ended telomeres occur not only in 
quiescent cells, but also in rapidly dividing cells.  
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Figure  7:  Blunt‐ended  telomeres  in  rapidly  dividing  Arabidopsis  suspension  culture  cells  and  wild  type 
inflorescences 
A:  In  lane 2 a characteristic  shift of  the  telomeric  signal can be  seen  indicating  that blunt‐ends are also present  in 
suspension culture cells. Lanes 4 – 6 are the wild type whole plant DNA extracts serving as positive control reactions, 
where  in  lane 5 a shift  indicative of a blunt‐end can be seen. B: Shift of the telomeric signal characteristic for blunt‐
ended  telomeres  can  also  be  seen  in  DNA  extracted  from  rapidly  dividing  wild  type  inflorescences  (lane  4).  
kb: kilobasepairs. asterisk: interstitial telomeric signal. 
 
3.2.1 The  hairpin  ligation  assay  detects  blunt‐ended  telomeres  but  no  long  G‐overhang 
containing telomeres 
To test whether the hairpin ligation assay specifically detects blunt‐ended telomeres and not 
telomeres with  long G‐overhangs, DNA samples were pre‐treated with T7 gene 6 exonuclease. 
The  T7  gene  6  exonuclease  has  a  5’  to  3’  exonucleolytic  activity  and  therefore  generates  
G‐overhangs  at all  telomeres. As  seen  in  Figure 8 A  lanes 5 and 8, no  shift of  the  signal was 
observed when all telomeres were converted to G‐overhang containing ends with 1 and 2 hrs of 
pretreatment with  the  T7  gene  6  exonuclease. However,  a  slight  downward  shift  of  the  TRF 
signal was observed which  indicates  that  the G‐strand was  slightly affected by  the T7 gene 6 
exonuclease treatment. To assess the integrity of the C‐strand the same membrane was stripped 
and probed with a C‐strand specific probe  (Figure 8 B). The  loss of  the TRF signal  in  lanes 4‐9 
shows that T7 gene 6 exonuclease heavily degrades the C‐strand while most of the signal of the 
G strand is still intact (Figure 8 A lanes 4‐9). The fact that no shift of signal was observed after T7 
gene 6 exonuclease treatment indicated that the hairpin ligation assay specifically detects blunt‐
ended telomeres and not telomeres with long G‐overhangs.  
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Figure 8: The hairpin ligation assay specifically detects blunt‐ended telomeres 
A: DNA samples after T7 gene 6 exonuclease treatment were subjected to the hairpin ligation assay. No shift could be 
seen if 3’ overhangs were generated on all chromosome ends with the T7 gene 6 exonuclease (lanes 5 and 8). Lanes 1‐
3 are the wild type controls (lane 2: positive control). The membrane was hybridized with a telomeric CCCTAAA probe 
which specifically detects the G‐strand. B: The same membrane as in A was stripped and reprobed with the telomeric 
TTTAGGG probe to visualize the C‐strand. This experiment was performed  in cooperation with Dr. Barbara Zellinger. 
kb: kilobasepairs. 
 
3.2.2 Blunt hairpin ligation to an artificial blunt‐end and G‐overhang 
In  the  experiment with  the  T7  gene  6  exonuclease  I  tested whether  the blunt‐ended hairpin 
ligates to  long stretches of single stranded 3’ G‐overhangs. To more specifically determine the 
length of  the G‐overhang  to which a blunt hairpin  cannot bind  the  following experiment was 
conducted. An artificial G‐overhang with three telomeric repeats as well as an artificial blunt‐end 
were  designed,  as  depicted  in  Figure  9  A.  The  artificial  G‐overhang  consisted  of  the 
oligonucleotides  PETRA‐C  and  PETRA‐D.  The  5’  end  of  the  PETRA‐D  primer  was  chemically 
modified by addition of a phosphate group to prevent ligation of the blunt‐ended hairpin to the 
PETRA‐C  and  PETRA‐D  primers  on  the  non‐G‐overhang  containing  end.  For  generating  the 
artificial blunt‐ended dimer, the same PETRA‐D primer was annealed to the PETRA‐E primer. As 
the PETRA‐D primer was 3’ phosphorylated, the hairpin could only ligate to one end of the blunt‐
ended dimer.  I performed the hairpin  ligation reaction on both oligonucleotide constructs and 
the resulting fragments were analyzed on a denaturing PAGE gel. As seen in Figure 9 B lane 3 no 
ligation of the blunt‐ended hairpin to the artificial G‐overhang was observed. In contrast, ligation 
of  the  blunt  hairpin  to  the  artificial  blunt‐end  (Figure  9  B  lane  6)  is  readily  detectable  and 
indicated by PETRA‐E + blunt‐HP + PETRA‐D.  
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Figure 9: Blunt hairpin ligation to artificial blunt‐end and G‐overhang 
A: Scheme of the PETRA oligonucleotides which were annealed to form the artificial G‐overhang (top) or the artificial 
blunt‐end (middle). The composition of the blunt‐ended hairpin is also depicted (bottom). B: Southern analysis of the 
denaturing PAGE gel showing ligation of the hairpin to the artificial G‐overhang (lane 3), and ligation of the hairpin to 
the artificial blunt‐end (lane 6).  
 
Taken  together,  the  fact  that  a  hairpin  dependent  shift  cannot  be  detected  in  samples  only 
containing G‐overhangs (Figure 8), and that direct ligation attempts to an artificially constructed 
G‐overhang of three telomeric repeats did not result in a mobility shift (Figure 9 B), demonstrate 
that the blunt‐ended hairpin does not ligate to G‐overhangs consisting of at least three telomeric 
repeats. 
 
3.2.3 Ligation efficiency of the blunt‐ended hairpin 
As the mobility shift observed in hairpin linked telomeres is dependent on the hairpin and is 
specific  to  blunt‐ended  substrates,  I  aimed  to  quantify  the  proportion  of  telomeres  that  are 
blunt‐ended.  Therefore,  the  efficiency  of  ligation  of  the  hairpin  to  the  blunt‐ended  telomere 
needed to be quantified. For this purpose, a plasmid, digested with EcoRV to produce a blunt‐
end, was  included  in the blunt‐end  ligation assay and served as an  internal control for  ligation. 
Genomic DNA samples were mixed with  the plasmid, subjected  to hairpin  ligation and split  in 
half. The split samples were digested either with AluI or with XbaI  to  remove any circularized 
internal plasmid control  fragments. The split reactions were  loaded onto a denaturing alkaline 
gel. After Southern blotting  the membranes were hybridized either with a  (T3AG3)4 probe or a 
probe  specific  to  the  internal  control  plasmid  (see  Figure  10).  The  ligation  efficiency  was 
calculated as the ratio between the signal from plasmid dimers (Figure 10 B arrowhead) divided 
by  the  total plasmid  signal  (monomer plus dimer). The portion of blunt‐ended  telomeres was 
quantified  by  dividing  the  signal  in  the  TRF  shifts  by  the  efficiency  of  ligation.  The  ligation 
efficiency of the blunt‐ended internal control ranged from 61.5 – 63.9 % with an average of 63 % 
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(n=3; ±1.3 %). Direct quantification of the telomeric signal shift ranged from 5.6 to 6.1 %. When 
adjusted  for  the  ligation efficiency of 63 %  (signal shift divided by  ligation efficiency)  the  total 
amount of blunt‐ended telomeres was calculated to be 11 % on average (n=3, ±1.3 %).  
 
 
Figure 10: Ligation efficiency of the blunt‐ended hairpin  
Genomic DNA and a blunt‐ended plasmid were mixed prior  to blunt‐end hairpin  ligation. Before  the  samples were 
loaded onto the denaturing alkaline gel they were split and after Southern blot probed with a telomere specific probe 
(A) and a plasmid specific probe (B). The ligation efficiency of the blunt‐ended plasmid (B lanes 3, 5, and 7, arrowhead) 
was used  to quantify  the  total amount of blunt‐ended  telomeres  visible as a mobility  shift  in A.  kb:  kilobasepairs. 
wt: wild type.  
 
3.2.4 Detection of telomeres containing a few nucleotide long 3’ overhangs 
The dUTP‐PENT experiments demonstrate  that 42 % of  telomeres have  long G‐overhangs, 
and  the  hairpin  ligation  assay  showed  that  11  %  of  telomeres  are  blunt‐ended,  leaving 
approximately 47 % of the telomeres unaccounted for. One hypothesis was that the remaining 
telomeres could have short overhangs which are not detectable by  the dUTP‐PENT assay. The 
experiments with the artificial G‐overhang showed that the blunt hairpin does not ligate to DNA 
containing a long single stranded (T3AG3)3 repeat. However, quantification of the hairpin ligation 
assay revealed that only 11 % of telomeres are blunt‐ended. On the other hand the dUTP‐PENT 
assay showed a fraction of telomeres does not contain long G‐overhangs. Therefore, I decided to 
test whether  intermediate  structures  exist, which  contain  short G‐overhangs  that  are neither 
detectable by dUTP‐PENT nor by ligation of a blunt‐ended hairpin. 
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To  test whether  short  single  stranded overhangs exist,  I  generated hairpins  containing  all 
possible 1, 2, 3, and 7 nucleotide (nt) 3’ overhangs which could ligate to a short 3’ G‐overhang as 
well as the two most common 5’ 1 nt overhangs(Figure 11).  
 
 
Figure 11: Schematic of all designed hairpins 
In blue all  the designed hairpins and  their  respective 1, 2, 3, and 7 nt 3’ overhangs or  their 1 nt 5’ overhangs are 
illustrated. The corresponding telomere is indicated by two parallel black lines. 
 
In order to  test whether short single stranded overhangs are present at  telomeres  I mixed 
the various hairpins depicted in Figure 11 to obtain 1, 2, and 3 nt 3’ overhang hairpin mixes and 
a 1 nt 5’ overhang hairpin mix.  I  ligated  those hairpin mixes  to genomic DNA  to verify  if short 
overhangs are present at telomeres. As seen  in Figure 12 A  lanes 2, 4, 6, and 8,  in addition to 
blunt‐ended  telomeres,  signal  shifts were  also  generated with  short  3’  overhang  containing 
hairpins of 1  to 3 nt.  I was moreover able  to detect a characterisitic signal shift with  the 7 nt 
3’ overhang  hairpin mix  (Figure  12  B  lane  8),  but  1 nt  5’  overhangs  are  not  or  only  barely 
detectable (Figure 12 A lane 10). These results indicate that besides blunt‐ended telomeres, also 
telomeres with  1  –  3  nt  3’  overhangs  and  even  7  nt  3’  overhangs  are  present.  These  short 
overhang containing telomeres cannot be detected by dUTP‐PENT as the primer used for dUTP‐
PENT  contains  two  telomeric  repeats  and  thus would  not  be  able  to  anneal  to  these  short 
overhangs due to the too low melting temperature of the part of the primer that can anneal to 
the short overhangs.  
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Figure 12: Detection of short nucleotide overhangs at telomeres 
A: Wild type DNA samples were ligated to blunt, 1 nt, 2 nt, and 3 nt 3’ overhang hairpin mixes (lanes 2, 4, 6, and 8) and 
a 1 nt 5’ overhang hairpin mix (lane 10). B: Additionally, a 7 nt 3’ hairpin overhang mix was ligated to wild type DNA 
samples (lane 8). kb: kilobasepairs. asterisk: interstitial telomeric signal. 
 
I  next  questioned whether  the  hairpins with  the  short  single  stranded  overhangs  indeed 
detect short overhang containing telomeres or whether miss‐annealing of the hairpin could take 
place  that  would  allow  ligation  of  the  short  overhang  containing  hairpins  to  blunt‐ended 
telomeres. Therefore,  I used a blunt‐ended plasmid fragment as a  ligation substrate  instead of 
genomic DNA. The same  internal control plasmid as  for the hairpin  ligation efficiency  test was 
used. To additionally create 1 and 2 nt 3’ overhangs (see Figure 13 A, B, and C)  it was digested 
with AhdI (Figure 13 B) and for a 2 nt 3’ overhang,  it was digested with NcoI (Figure 13 C). The 
blunt‐ended hairpin but also the 1 nt 3’ overhang hairpin mix (Figure 13 A  lane 3 and 4) could 
ligate  to  the blunt‐ended plasmid. Albeit  the 1nt 3’ overhang hairpin mix  ligated  to  the blunt‐
ended plasmid at a lower efficiency as the blunt‐ended hairpin. The 2 and 3 nt hairpins did not 
ligate to the blunt‐ended substrate (Figure 13 A lanes 5 and 6). Figure 13 B shows that the 1 nt 
3’ overhang  containing plasmid  ligated  to  the  1 nt  hairpin with  the highest  efficiency,  as  the 
monomeric signal is dramatically decreased compared to the other ligation reactions (Figure 13 
B  lane 4). However the other short overhang hairpin mixes also  ligated to the 1 nt 3’ overhang 
substrate,  but  the  efficiency was much  lower  as  no  depletion  of  the monomeric  signal was 
observed in those reactions. The ligation specificity of the 2 nt 3’ overhang containing plasmid to 
the blunt hairpin  and  short overhang  containing hairpins  is  shown  in  Figure  13 C.  There  is  a 
higher specificity for the 2 nt 3’ plasmid to ligate to the 2 and 3 nt 3’ hairpin mix, again indicated 
by the depletion of the monomeric signal in lanes 5 and 6. The plasmid could also ligate to the 
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blunt and the 1 nt overhang hairpins, but with a much lower efficiency. These results show that 
the different hairpin mixes can  ligate not only  to  their perfectly  fitting structural counterparts 
but also to substrates that differ in size by 1 to 3 nt. However, the highest ligation efficiency was 
observed for the perfect matches followed by ligation to substrates that deviate from the hairpin 
overhang by 1 nt.  
 
 
Figure 13: Specificity of blunt and short 3’ overhang containing hairpins to various overhang containing plasmids 
A: Blunt‐ended plasmid  is  ligated to all hairpin mixes (blunt, 1 nt 3’ OH, 2 nt 3’ OH, 3 nt 3’ OH). B: 1 nt 3’ overhang 
plasmid  is  ligated  to  all  hairpin mixes.  C:  2  nt  3’  overhang  plasmid  is  ligated  to  all  hairpin mixes.  HP:  hairpin. 
kb: kilobasepairs. nt: nucleotide. 
 
To extend  the  tests whether a blunt‐ended substrate would be able  to bind  to hairpins of 
short 3’ overhangs I ligated the blunt‐ended plasmid fragment to the blunt‐ended hairpin and all 
other short 3’ overhang hairpin mixes (Figure 14). A blunt‐ended hairpin and a 1nt 3’ overhang 
hairpin mix are both able to bind to a blunt‐ended plasmid substrate (Figure 14 B lane 3 and 5). 
This experiment further emphasizes, that the specificity of hairpin ligation to a perfect substrate 
varies by 1 nt.  
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Figure 14: Blunt‐ended plasmid substrate is bound by the blunt‐ended hairpin and the 1 nt 3’ overhang hairpin mix 
A: Blunt‐ended plasmid  fragment was generated by EcoRV restriction digest,  ligated  to 1‐3 nt and 7 nt 3’ overhang 
hairpin mixes, and digested with XbaI to prevent circular fragments due to potential hairpin ligations on both sides of 
the plasmid.  
 
If all telomeres that were resistant to the dUTP‐PENT assay would be either blunt‐ended or 
have a short nt 3’ overhang I would expect an increased shift of hairpin dependent signal upon 
mixing  all  available  hairpins  together.  As  shown  in  Figure  15  lane  5  ligating  a  mix  of  all 
3’ overhang hairpins to genomic DNA increases the intensity of the signal shift. Quantification of 
the shift in lane 5, with the assumption that the ligation efficiency for all hairpins is the same as 
for  the  blunt  hairpin,  i.e.  63  %,  revealed  that  at  least  20 %  of  telomeres  ligated  to  all  the 
different hairpin mixes in one ligation reaction. 
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Figure 15: Detection of population of telomeres with blunt‐end to 7nt 3’overhangs by blunt‐end ligation assay 
In  lane 5 all available blunt‐end 3’ overhang hairpins were mixed (blunt HP, 1nt 3’, 2nt 3’, 3nt 3’, 7nt 3’ HPs). More 
telomeres  have  been  detected with  this  hairpin mix  than  just with  the  blunt  hairpin  (lane  2).  kb:  kilobasepairs. 
asterisk: interstitial telomeric signal. 
 
The observed 20 % of blunt‐ended or nearly blunt‐ended  telomeres detected with all  the 
hairpins available still does not account for the total amount of ~50 % of telomeres resistant to 
the  dUTP‐PENT  assay. One  has  to  take  into  consideration,  that  hairpins with  4,  5,  and  6  nt 
overhangs were  not  included  in  this  experiment.  Furthermore,  if  a  1  nt  overhang  containing 
hairpin ligates to a G‐overhang longer than 2 nt, it will not ligate to the 5’ end of this telomere, 
thus  resulting  in an unproductive  ligation. This will not  lead  to a  signal  shift, and will  further 
prevent  ligation of the appropriate hairpin. In addition,  if there were any short nt 5’ overhangs 
present  in Arabidopsis, as  it  is  the case  in C. elegans  (Raices et al., 2008),  they were also not 
assayed for  in this experiment. Therefore, the 1 – 3 and 7 nt 3’ overhang containing telomeres 
detected by mobility shifts in Figure 12 and Figure 15 contribute and most likely make up almost 
all of the remaining termini whose structure I aimed to determine. 
 
With the dUTP‐PENT experiments I determined that approximately half of the telomeres  in 
Arabidopsis have G‐overhangs longer than two telomeric repeats, which is the minimum length 
of G‐overhang necessary for primer annealing. The hairpin  ligation experiments suggest that at 
least 20 % of telomeres are blunt‐ended or contain short 3’ protrusions. However, this  is  likely 
an  underestimate  as  technical  aspects  of  this  assay  do  not  allow  absolute  detection  of  all 
telomeres with these structures.  
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3.3 Evolutionary conservation of the blunt‐end in other organisms 
The  two  independent  assays  shown  in  the  previous  sections  demonstrate  that  two 
structurally distinct populations of telomeres exist in Arabidopsis. The next question I addressed 
was whether the newly discovered blunt‐ended telomeres are evolutionarily conserved in other 
organisms.  Therefore,  I  analyzed  genomic  DNA  from  several  species  representing  animals, 
plants, and fungi, with the hairpin ligation assay. This experiment demonstrated that the blunt‐
end is present in the angiosperm plants Silene latifolia and Zea mays (Figure 16 A and B) but not 
in  the  moss  Physcomitrella  patens  (Figure  17).  I  further  tested  Saccharomyces  cerevisia, 
Schizosaccharomyces pombe, and human HeLa cell culture, none of which showed blunt‐ended 
telomeres  (Figure 18 and  Figure 19). Moreover,  I detected  telomeres with 3’ overhangs  from  
1 ‐ 3  nt  in  Silene  latifolia  and  maize,  but  not  in  any  of  the  other  examined  organisms.  No 
organism  showed  ligation  to  the 1 nt 5’ overhang hairpin mix. However,  I cannot exclude  the 
existence of 5’ overhangs as  I only examined for 1 nt 5’ overhangs and not for overhangs with 
more than 1 nt 5’ overhang.  
 
 
Figure 16: Hairpin ligations of Silene latifolia and maize  
Blunt‐ends or 1, 2, and 3 nt 3’ overhangs were detected in Silene latifolia (A) and Zea mays (B). No 1 nt 5’ overhang 
was detected. kb: kilobasepairs.  
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Figure 17: Hairpin ligations on genomic DNA extracted from Physomitrella patens  
No blunt‐ends or 1, 2, and 3 nt 3’ overhangs can be observed in moss. Moreover, no 1 nt 5’ overhang was detectable. 
kb: kilobasepairs.  
 
 
Figure 18: Hairpin ligations of S. cerevisiae and S. pombe 
A: No blunt‐ends or 1, 2, and 3 nt 3’ overhangs were observed in budding yeast. B: No blunt‐ends or 1, 2, and 3 nt 3’ 
overhangs were observed  in fission yeast. Moreover, no 1 nt 5’ overhangs were detectable. The  individual bands at 
5.5  kb  are  not  hairpin  specific  signals  because  they were  also  present  in  lane  1 where  the  hairpin was  omitted. 
kb: kilobasepairs.  
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Figure 19: Hairpin ligations on genomic DNA extracted from human HeLa cells  
No  blunt‐ends  or  1,  2,  3  nt  3’  overhangs  or  1  nt  5’  overhangs  can  be  observed  in  the  human HeLa  cell  line.  kb: 
kilobasepairs. 
 
These data  show  that  the blunt‐ended  telomeres are  conserved  in angiosperm plants as  I 
detected  blunt‐ended  telomeres  in  the  monocotyledon  plant  maize  and  in  the  dicotyledon 
plants Arabidopsis and Silene  latifolia. Monocotyledons and dicotyledons diverged  in evolution 
over  200 million  years  ago  (Wolfe  et  al.,  1989)  indicating  that  the  blunt‐ended  telomere  is 
conserved over millions of years. However, it seems to be only conserved in higher plants since I 
was not able to detect it in moss, animals (human HeLa cells) or fungi (S. cerevisiae or S. pombe).  
 
3.4 Determination  of  the  last  sequence  permutation  of  the  blunt‐ended‐  and  G‐
overhang containing telomere 
With  the experiments presented  in  the previous  section  I demonstrated  that  there are at 
least  two distinct  structures of  telomeres present  in higher plants. Approximately half of  the 
telomeres have  long G‐overhangs and the remaining telomeres are either blunt‐ended or have 
very short 3’ G‐overhangs which are not detectable by dUTP‐PENT.  
 
By  definition,  the  blunt‐ended  telomere  does  not  possess  the  3’  overhang  required  as  a 
substrate for telomerase (Lingner and Cech, 1996). Since telomerase uses  its own RNA subunit 
as a template for telomere elongation, and the template of the RNA subunit has recently been 
published as CTAAACCCTA (Cifuentes‐Rojas et al., 2011), we hypothesized that  in one round of 
DNA replication only the G‐overhang containing telomere and not the blunt‐ended telomere  is 
elongated  by  telomerase.  If  this  hypothesis  is  correct,  frequencies  of  terminal  sequence 
permutations at blunt‐ended telomeres may differ from terminal permutations at G‐overhangs 
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which  have  been  elongated  by  telomerase.  Therefore,  we  established  a  new  methodology 
employing adaptor  ligation, PCR amplification and  Illumina deep  sequencing  to determine  the 
last permutation of the blunt‐end and G‐overhang containing telomeres.  
 
3.4.1 Analysis of the last permutation of the G‐overhang by deep sequencing 
The  strategy  of  the  experiment  is  outlined  in  Figure  20.  In  order  to  determine  the  last 
permutation  of  the  G‐overhang,  adapter  oligonucleotides  (Figure  20,  depicted  in  blue), 
containing  all  7  possible  telomeric  permutations  and  an  AluI  site,  were  annealed  and  then 
ligated  to the G‐overhang. These  ligation products were then PCR amplified and digested with 
AluI. This allowed for ligation of a barcode adapter primer in close proximity to the telomeric G‐
overhang  (Figure 20). To  facilitate barcode primer  ligation a single 3’ A was added to the DNA 
fragments before the barcode adapter primers were ligated to the samples and then sequencing 
with a Genome Analyzer IIx (Illumina) was performed.  
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Figure 20: Deep sequencing sample preparation and barcode primer ligation – G‐overhang 
A: Adapters used for annealing and ligation to the G‐overhang are shown in blue. Orange indicates the primers used 
for  PCR  amplification,  prior  to  AluI  restriction  digest  and  column  purification  of  the  samples.  The  samples were 
submitted to the in house Genomics department. B: The Genomics department added 3’ A overhangs and performed 
ligation of the barcode adapter primers. The samples were then sequenced with the Genome Analyzer IIx. 
 
Next  generation  sequencing  is  a  relatively  expensive  method  and  in  order  save  costs  I 
designed barcodes within sequencing primers which can be used  for multiplexing several DNA 
samples  in  one  single  lane  of  an  Illumina  flow  cell,  (Figure  21  A).  Branislav  Kusenda,  a 
bioinformatician in the lab, designed a customized software solution to analyze and quantify the 
deep sequencing reads. The flowchart of the program is indicated in Figure 21 B. The reads were 
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first  analyzed  according  to  their  read  length.  I  performed  single  end  sequencing with  a  read 
length of 36 bp. As a first step too short or too long reads were automatically excluded from the 
analysis. Reads of 36 nt length were sorted according to barcode presence or absence. The reads 
containing barcodes were divided  according  to  the barcode,  as  a barcode  corresponded  to  a 
specific  DNA  sample. Within  the  barcodes  the  reads were  further  sorted  according  to  their 
telomeric permutation at the adapter/G‐overhang junction. The number of individual telomeric 
permutations  within  each  barcode  was  then  counted.  Valid  reads  containing  barcodes  and 
telomeric sequence ranged from 52.000 to 1.4 million reads with an average of 477.000 reads 
per individual sample. 
 
Figure 21: Principle for multiplexing samples by barcode primers and scheme of deep sequencing read analysis 
A: Samples  from different genotypes were  ligated  to specific barcode adapter primers and mixed  for sequencing  in 
one  lane of the Genome Analyzer  IIx  flow cell. B: Schematic of the analysis of the obtained deep sequencing reads. 
The  script  written  by  Branislav  Kusenda  controlled  first  for  expected  read  length.  Then  it  sorted  the  reads 
consecutively  according  to  barcode  and  then  telomeric  permutation.  The  reads with  telomeric  permutation were 
sorted  according  to  the  seven  different  permutations.  Reads  without  barcode  and  without  telomeric  sequence, 
depicted in red, were not included in the analysis. 
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The  first analysis of DNA samples  from Arabidopsis wild  type DNA  indicated  that  the most 
preferred permutation at the end of the G‐overhang is TAGGGTT‐3’ (Figure 22, green). Overall, it 
seemed that there was a preference in wild type samples for TAGGGTT‐3’ (36.2 %), AGGGTTT‐3’ 
(27.6 %),  and  TTAGGGT‐3’  (19.8 %).  In parallel  to wild  type DNA  I  analyzed  tert mutant DNA 
samples  (Figure  22  yellow).  In  those  samples  the  most  abundant  terminal  G‐overhang 
permutation  shifted  from  TAGGGTT‐3’  to  TTAGGGT‐3’.  This  result  indicated  that  upon  the 
inactivation of telomerase, a different permutation at the G‐overhang was preferred. Although 
none  of  the  samples  analyzed,  corresponded  to  the  telomerase  RNA  permutation,  which  is 
CTAAACCCTA‐3’ and thus would result  in a G‐overhang of GGTTTAG‐3’, the different results of 
wild  type  and  tert  samples  indicated  that  telomerase  activity  is  important  for  the  final 
permutation of the G‐overhang. Nevertheless, the fact that the affected permutation does not 
match the template RNA domain  indicated that further end processing occurs after elongation 
of the G‐overhang by telomerase.  
 
The  differences  between  wild  type  and  tert  samples  encouraged me  to  analyze  further 
mutants known to have telomere phenotypes. Mutation of STN1, which is a protein component 
of the telomere binding complex CST, causes telomere loss, C‐strand resection and chromosome 
end‐to‐end fusions in Arabidopsis (Song et al., 2008; Surovtseva et al., 2009). As the CST complex 
in yeast specifically binds to the G‐overhang (Gao et al., 2007) I was curious to see which effect 
the loss of STN1 would have on the final permutation of the G‐overhang. The red line  in Figure 
22  indicates the reads obtained with the stn1 mutant DNA. The most abundant permutation  in 
stn1  is TTTAGGG‐3’ (26.5 %), but  in general there  is not such a strong preference for a specific 
permutation as with wild type or tert telomeres. This would indicate that the loss of STN1 has an 
influence on either telomere elongation or post replicative processing, for example by nucleases.  
 
Another  protein  complex  exhibiting  several  telomeric  phenotypes  is  the  Ku  heterodimer. 
Mutations of Ku  in Arabidopsis  lead to telomere elongation,  increased G‐overhang  length, and 
elevated  levels of  recombination  at  the  telomere  (Riha  et  al., 2002; Riha  and  Shippen, 2003; 
Zellinger et al., 2007). Interestingly, the analysis of ku mutants (Figure 22, light blue) showed the 
same distribution of permutation preference as wild type DNA (green). This would suggest that 
Ku, even though it negatively regulates telomerase activity in Arabidopsis, is not involved in end 
processing of the G‐overhang.  
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Figure 22: Preference for the last G‐overhang permutation in wild type, tert, stn1, and ku80 plants 
Wild type samples (green) were compared to tert (yellow), stn1 (red) and ku80 (light blue). The number of biological 
replica is indicated by n. The error bars indicate standard deviations calculated from the biological replica. 
 
However, one worrying aspect of  the analysis was  that  certain permutations were always 
underrepresented. For example  the GGGTTTA‐3’ permutation was,  in almost all data  sets,  the 
least abundant. Moreover,  the permutations ending  in one or  two guanines were also among 
the least abundant. This raised the question whether the permutation composition of the guide 
adapter  I, which was used  to  guide  annealing  and  ligation  to  the G‐overhang,  influenced  the 
ligation efficiency. To test this, I examined DNA from the moss Physcomitrella patens. While the 
telomeric  permuation  is  the  same  as  in  Arabidopsis,  I  hypothesized  that  the  composition  of 
telomere ends might be different due  to potentially different end‐processing mechanisms and 
the  lack  of  the  blunt‐end.  The  orange  line  in  Figure  23  shows  the  distribution  of  telomeric 
permutations  in moss.  It seems  that moss has a more diverse pattern of  terminal G‐overhang 
permutations  with  GTTTAGG‐3’  (23  %)  and  AGGGTTT‐3’  (20.5  %)  as  the  most  abundant 
permutations. Next, I examined DNA from rapidly dividing Arabidopsis suspension culture cells, 
where  telomerase  is highly expressed  (Fitzgerald et  al., 1996). High  expression of  telomerase 
could mean  that more  telomeres are elongated during each  cell  cycle. The  terminus of  these 
elongated telomeres would  likely differ as telomerase would  likely not terminate elongation at 
the  same  nucleotide.  In  addition,  Arabidopsis  suspension  culture  is  an  artificial  form  of 
maintaining cells, and  therefore  the  regulatory mechanisms  that maintain  telomeres  in a wild 
type  state might  be  deregulated.  Both  of  these  aspects  could  be  reflected  in  the  terminal 
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permutation  of  the G‐overhang.  Indeed,  as  shown  by  the  black  line  in  Figure  23,  suspension 
culture cells show a higher preference for G‐overhangs terminating with a guanine compared to 
wild type samples (green). However, GGGTTTA‐3’ remained the  least abundant permutation  in 
suspension culture.  
 
 
Figure 23: Control for deep sequencing of the G‐overhang 
Wild type samples (green) were compared to DNA samples from rapidly dividing suspension culture (black) and the 
moss  Physcomitrella  patens  (orange).  The  number  of  biological  replica  is  indicated  by  n.  The  error  bars  indicate 
standard deviations calculated from the biological replica. 
 
Based on  the previously analyzed  telomeric ends  in various genotypes, cell  types, and  two 
distinct organisms,  I decided  to  test whether a bias  in adapter  ligation or  in PCR amplification 
exists  that  could  skew  the  sequencing  reads  to  a  particular  permutation.  In  the  first  control 
experiment, I sonicated genomic ku80 DNA and fragmented it to an average size of 500 bp. ku80 
mutant DNA was  used  because  ku80  plants  have  especially  long  telomeres.  Therefore,  upon 
sonication and denaturation a lot of single stranded (ss) telomeric DNA fragments, which served 
as  ligation  substrates  with  presumably  randomized  telomeric  ends,  were  generated.  These 
ssDNA  fragments were  ligated  to  the  adapter  primers  and  further  processed  as  described  in 
Figure 20 A  and B.  In  the  second  control,  I  generated  seven different primers  containing  the 
same unique sequence on the 5’ end and 21 nt of telomeric sequence. Each of the seven primers 
ended with a different permutation at its 3’ end, which served as an artificial G‐overhang (Figure 
24).  I mixed the seven different primers  in equimolar ratio and then performed  ligation of the 
annealed adapters followed by PCR with the indicated primers as described in Figure 20 A and B.  
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Figure 24: Control for G‐overhang sequencing 
PETRA oligonucleotides  for all  telomeric permutations were designed as artificial G‐overhangs. These primers were 
mixed in equimolar ratios and ligated to the adapter primers prior to PCR amplification.  
 
In  Figure  25  a  comparison  between wild  type  DNA  samples  (green)  and  the  G‐overhang 
controls  is  shown.  For  both,  the  ku80 mutant  sonicated  DNA  and  the  artificial  G‐overhang 
control samples, a similar permutation preference as in wild type samples (green) was observed, 
namely TAGGGTT‐3’, AGGGTTT‐3’, and TTAGGGT‐3’. An explanation for the similar permutation 
preference  in  the  ku80  control  (kk  sonicated,  brown)  towards  TAGGGTT‐3’  and  AGGGTTT‐3’ 
could be  insufficient  sonication, as  the  telomeres, even  though  they are much  longer  in ku80 
mutants when compared  to wild  type, are  located at  the chromosome end; where  sonication 
might not be efficient enough. Therefore not enough telomeric ends might have been generated 
to outcompete the naturally occurring preferences in sonicated ku80 mutants. However, analysis 
of  the  artificial  G‐overhang  control  reactions  indicated  that  the  permutations  TTAGGGT‐3’ 
(20.0 %),  TAGGGTT‐3’  (24.3 %),  and  AGGGTTT‐3’  (26.43 %) were most  abundant  (Figure  25, 
blue). As the primers mimicking telomeric G‐overhangs were mixed in equimolar ratios, it is very 
unlikely  that  pipetting  errors  would  result  in  such  a  similar  distribution  of  telomeric 
permutations  as wild  type  samples.  Taken  together,  the  two  controls  indicated  that  there  is 
indeed a ligation bias towards these permutations.  
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Figure 25: Control for deep sequencing of the G‐overhang 
Wild type samples (green) were compared to sonicated and denatured ku80 DNA (brown), and artificial G‐overhang 
oligonucleotides (blue). The number of biological replica is indicated by n. The error bars indicate standard deviations 
calculated from the biological replica. 
 
A  ligation  bias  could  arise  due  to  the  different  endings  of  the  adapter  I  primers,  as  for 
example  5’TT  end  might  be  preferentially  ligated  as  opposed  to  a  5’GG  end.  Moreover, 
overhangs that end in one or more 3’ guanines might form alternative structures which make a 
ligation  less  likely. Alternatively,  sequence composition of  the 7 nt 3’ end of  the adaptor  that 
anneals to a G‐overhang may  influence the efficiency of annealing. Such bias could possibly be 
overcome by  increasing  the  length of adapter  I.  In previous experiments, adapter  I  contained 
one  telomeric  repeat as a guide platform  for  ligation.  I decided  to  increase  the  length of  this 
guide platform and generated new adapter I oligonucleotides containing two telomeric repeats 
at the 3’ end. This should lessen the effect of sequence composition, as the annealing of longer 
oligonucleotides  is  less  sensitive  to  sequence  composition  than  shorter  oligonucleotides.  The 
sequencing data with  the new adapters  ligated  to genomic wild  type DNA and  the artificial G‐
overhang  control  primers  is  shown  in  Figure  26.  To  facilitate  comparison  between  the  new 
dataset  (light  green)and  the  previous,  I  included  the  data  from  the wild  type  genomic  DNA 
samples  from  Figure  25  (dashed  green). Data  for  the  artificial G‐overhang  control  primers  is 
depicted  in  pink  and  can  be  compared  to  previous  primer  ligations  with  shorter  adapter 
platforms (dashed blue). 
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The  most  prevalent  permutation  for  wild  type  samples  shifted  with  the  longer  guide 
adapters  from  TAGGGTT‐3’  (36.2 %,  dashed  green)  to  TTAGGGT‐3’  (44.9 %,  light  green).  The 
distribution  of  the  artificial  G‐overhang  control  primer  permutations  with  the  long  guide 
oligonucleotides (pink) was not as similar to wild type as with the short adapter I (dashed blue), 
with  peak  values  of  TTAGGGT‐3’  (20  %),  TAGGGTT‐3’  (19.6  %),  and  AGGGTTT‐3’  (22.6  %). 
Importantly, GTTTAGG‐3’  (0.9 %) was  least abundant, which coincides with the  least abundant 
permutation for wild type (0.03 %),  indicating that this permutation  is  least  likely to be  ligated. 
The direct comparison of the  long adapter primers (pink) to the short adapter primers (dashed 
blue) shows that the ligation bias is less pronounced with the longer G‐overhang guide adapter 
sequence but still clearly detectable. I therefore concluded that there  is a  ligation bias towards 
the permutations containing one or more thymidines at the 3’ end.  
 
 
Figure 26: Control for deep sequencing of the G‐overhang with long adaptor guide oligonucleotides  
Wild  type  samples  (green) were  compared  to  artificial G‐overhang oligonucleotides with  long  guide primer  (pink). 
Moreover, previously obtained wild type data ligated with short guide oligonucleotides (dashed green ) and previously 
obtained artificial G‐overhang oligonucleotides with short guide primer (dashed blue) were compared to the new data 
sets with long adapters. The number of biological replica is indicated by n. The error bars indicate standard deviations 
calculated from the biological replica. Thus far only two biological replicas for the wild type G‐overhang  ligation and 
two technical replicas for the artificial G‐overhang ligations with long adapter primers were performed. I nevertheless 
indicated the standard deviations in the graph to show the variation between the samples.  
 
Based  on  the  control  experiments  performed with  the  short  and  long  guide  adapters,  I 
conclude that the permutation preferences I saw in the wild type and mutant DNA samples were 
largely due to a ligation bias and therefore the data obtained with genomic DNA likely represent 
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an  experimental  artifact.  However,  the  differences  in  most  abundant  permutations  in 
suspension culture and Physcomitrella patens argue against a  ligation bias. Therefore,  it would 
be interesting to further optimize the procedure to avoid the ligation bias by using even  longer 
adapter primers which have an annealing platform of at least three telomeric repeats.  
 
3.4.2 Deep sequencing analysis of the last permutation of the blunt‐end 
In parallel to the G‐overhang adapter  ligation approach  I pursued a similar tactic  to define 
the terminal permutation of the blunt‐ended telomere. Almost the same method as for the G‐
overhang containing telomere was applied for the blunt‐ended telomere (illustraded in Figure 20 
and  Figure  21),  except  that  instead  of  the  adapter  primers,  a  blunt‐ended  hairpin  which 
contained a template for a PCR primer was ligated (see Figure 27).  
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Figure 27: Deep sequencing sample preparation and barcode primer ligation – blunt‐end 
A: The blunt hairpin  (blue) was  ligated  to  the blunt‐ended  telomere  (black). Orange and green  indicate  the primers 
used for PCR amplification. After PCR AluI restriction digest and column purification of the samples was performed. 
The  samples  were  submitted  to  the  in  house  Genomics  department.  B:  The  Genomics  department  added  3’  A 
overhangs  and  performed  ligation  of  the  barcode  adapter  primers.  The  samples were  then  sequenced with  the 
Genome Analyzer IIx. 
 
To control for a possible  ligation bias of the blunt‐ended hairpin, I used artificial constructs 
mimicking blunt‐ended telomeres as a substrate for ligation. Seven plasmids, each containing a 
single repeat of telomeric DNA with a different permutation and an adjacent MlyI restriction site 
were generated. MlyI is a type IIs restriction nuclease, which permitted to generate a blunt‐end 
cut next  to  the  telomeric  repeat  (Figure 28 A). The  region containing  the  insert was amplified 
with flanking primers, MlyI digested, and the DNA fragments containing the telomeric blunt‐end 
were gel eluted. The blunt‐ended plasmids were then mixed  in equimolar ratios and  ligated to 
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the  blunt‐ended  hairpin  (Figure  28  B).  Ligation was  followed  by  PCR  amplification  and  these 
samples  were  then  subjected  to  the  standard  procedure  for  deep  sequencing  sample 
preparation (Figure 20 and Figure 21). 
 
 
Figure 28: Control for blunt‐end sequencing 
A:  Seven  plasmid  constructs  were  generated  containing  one  telomeric  repeat,  which  was  exposed  upon  MlyI 
restriction digest. B: The resulting blunt‐ended plasmid fragment had a blunt‐ended telomeric repeat at its end which 
could  be  used  for  ligation  to  the  hairpin.  Seven  different  constructs  were  generated,  one  for  each  telomeric 
permutation.  
 
In  Figure  29  the  deep  sequencing  analysis  for  blunt‐ended  telomeres  of  wild  type  DNA 
(green), rapidly dividing Arabidopsis suspension culture  (black) and  the plasmid controls  (blue, 
described  in Figure 28) are  shown. The most prevalent permutation of wild  type blunt‐ended 
telomeres was TTTAGGG‐3’ (42.7 %) followed by GTTTAGG‐3’ (18.8 %) and TTAGGGT‐3’ (15.1 %), 
while  the  remaining permutations  ranged between 3‐11 %. As Arabidopsis  suspension culture 
cells  are  rapidly dividing, have high  levels of  telomerase  activity  (Fitzgerald  et  al., 1996),  and 
compared  to wild  type showed a different permutation abundance pattern  in  the G‐overhang 
deep sequencing approach, I decided to also use suspension culture to test for a ligation bias in 
the blunt‐end deep sequencing approach. Indeed, when analyzing the last permutation of blunt‐
ended  suspension  culture  telomeres  (Figure  29,  black),  the  most  abundant  terminal 
permutations were GTTTAGG‐3’ (24.3 %), TAGGGTT‐3’ (22 %), and AGGGTTT‐3’ (16.9 %). These 
permutations  differed  from  the  most  prevalent  ones  of  wild  type  blunt‐ended  telomeres 
(TTTAGGG‐3’) and were therefore an  indication that there  is no  ligation bias  for the blunt‐end 
ligation procedure. Three technical replicas of the blunt‐ended plasmid control reactions (Figure 
29, blue) were  analyzed,  and  they  showed  a more  random distribution of permutations  than 
wild type and even suspension culture samples. As the seven different plasmid constructs were 
mixed  in  equimolar  ratios,  the  same  occurrence  for  all  the  permutations  would  have  been 
expected  if there was no  ligation bias. The actual percentages varied by 11 % and ranged from 
8.75  %  (TTTAGGG‐3’)  to  19.5  %  (TTAGGGT‐3’).  The  TTTAGGG‐3’  permutation,  which  is  with 
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42.7 %,  the  most  prevalent  permutation  in  Arabidopsis  wild  type  samples,  was  the  least 
abundant permutation  in the blunt‐ended plasmid control samples and had only 8.75 %. Taken 
together  the  results  from  rapidly  dividing  suspension  culture  DNA  and  blunt‐ended  plasmid 
controls  demonstrated  that  no  ligation  preference  for  a  certain  telomeric  permutation  was 
detected for the blunt‐end ligation approach.  
 
 
Figure 29: Control for deep sequencing of the blunt‐end  
Wild type samples (green) were compared to blunt‐ended plasmid control samples (blue) and Arabidopsis suspension 
culture  (black).  The  number  of  biological  replica  is  indicated  by  n.  The  error  bars  indicate  standard  deviations 
calculated from the biological replica. 
 
The  goal  of  the  deep  sequencing  experiments  was  to  additionally  determine  that  two 
different  types  of  telomeres  exist  in  Arabidopsis.  While  technical  issues  did  not  permit  to 
determine  the  terminal  sequence  at  G‐overhangs,  sequencing  of  the  blunt‐ended  telomeres 
revealed  that  the  TTTAGGG‐3’  permutation  is  the most  abundant  one.  Nevertheless,  taking 
together  the dUTP‐PENT assay data,  the hairpin  ligation assay data, and  the deep  sequencing 
data  I could determine  that  two populations of  telomeres exist  in Arabidopsis. Approximately 
half  of  the  telomeres  contain  long  G‐overhangs,  detected  by  dUTP‐PENT,  and  the  other 
proportion  of  telomeres  is  blunt‐ended  or  nearly  blunt‐ended.  The  deep  sequencing method 
allowed me  to determine  the most abundant permutation of blunt‐ended  telomeres which  is 
TTTAGGG‐3’. The fact that only approximately half of telomeres contain G‐overhangs lead me to 
the  hypothesis  that,  due  to  the  DNA  replication mechanisms  at  telomeres,  the  G‐overhang 
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containing  population  of  telomeres  is  generated  by  the  replicated  lagging  strand, while  the 
blunt‐ended telomeres stem from the leading strand replication machinery.  
 
3.5 Determining the origin of the blunt‐ended telomere 
To  distinguish  the  leading  and  the  lagging  telomeric  ends  I  set  out  to  label  the  DNA  of 
Arabidopsis  suspension  culture  cells  with  5‐bromo‐2’‐deoxycytidinetriphosphate  (BrdCTP). 
BrdCTP  incorporates  into  DNA  instead  of  cytosine  and  can  be  detected  by  a  5‐bromo‐2’‐
deoxyuridine (BrdU) antibody in cytological assays. The outline of the experiment is depicted in 
Figure 30. I planned to incorporate BrdCTP into the C‐strand of dividing cells for a single round of 
replication of a synchronized Arabidopsis suspension culture. Under such conditions, the BrdCTP 
would  incorporate only  into the telomeric strands replicated by the  lagging strand mechanism. 
As  BrdCTP  is  sensitive  to  UV  the  incorporated  BrdCTP  could  be  degraded  by  UV  treatment, 
followed  by  a  standard  hairpin  ligation  and  size  separation  of  the  remaining DNA  fragments 
under  denaturing  conditions.  If  the  hypothesis  was  true,  the  blunt‐ended  leading  telomere 
should have  stayed  intact and would have  still been detectable as a  shift on a  Southern blot 
hybridized membrane.  The BrdCTP  containing  lagging  strand would  have  been  subject  to UV 
degradation and thus a reduction of the standard TRF signal was expected.  
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Figure 30: Scheme of BrdCTP incorporation and subsequent hairpin ligation in suspension culture 
Rapidly proliferating Arabidopsis suspension culture was pulsed with BrdCTP, which could  incorporate only  into  the 
lagging strand during telomere replication. Highly expressed telomerase, which requires a G‐overhang for elongation, 
can only elongate the G‐overhang and the complementary,  lagging C‐strand can  incorporate BrdCTP. BrdCTP can be 
degraded by UV  treatment. A  standard hairpin  ligation  assay  could be performed with  the BrdCTP degraded DNA 
samples. After denaturing gel electrophoresis and Southern hybridization the still intact blunt‐ended telomeres will be 
detectable  by  the  characteristic mobility  shift, while  the  lagging  strand  BrdCTP  incorporated  telomeric  signal will 
disappear due to strand degradation upon UV treatment.  
 
However,  I  never  managed  to  perform  the  entire  experiment.  The  first  attempts  at 
incorporating  BrdCTP  into  freshly  passaged,  rapidly  dividing,  but  unsynchronized  suspension 
culture cells and  the consecutive cytological detection with  the BrdU antibody was successful. 
Unfortunately  only  ~17  %  of  the  cells  showed  BrdCTP  incorporation  as  opposed  to  a  BrdU 
incorporation rate of ~38 % (Figure 31).  
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Figure 31: BrdU and BrdCTP incorporation in suspension culture 
Arabidopsis  suspension  culture  cells are  shown which were unlabeled, BrdU  labeled, or BrdCTP  labeled. Scale bar: 
50µM. DAPI DNA stain in red, BrdU/BrdCTP in green.  
 
I  furthermore  failed  to detect BrdCTP  labeled  suspension culture DNA  in a South‐Western 
dot  blot  with  a  BrdU  antibody  presumably  due  to  the  low  incorporation  rate  of  BrdCTP.  I 
therefore concluded that BrdCTP was not efficiently incorporated to permit quantitative analysis 
of the telomere structure.  
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3.5.1 Protection of the blunt‐end is mediated by the Ku complex  
The  experiments  conducted  previously,  showed  that  there  are  two  different  telomere 
populations present  in Arabidopsis. As  it was not possible to directly determine whether these 
two populations of telomeres stem from the leading and lagging strand machinery, I decided to 
take  another  approach  to  indirectly  specify  their  origin.  I  next  wanted  to  determine  which 
proteins are required for their protection. The CST complex, which is believed to be involved in 
telomere  end  protection  in Arabidopsis  (Song  et  al.,  2008),  has  recently  been  shown  to  also 
interact with  polymerase  α  and  is  thus  assumed  to  play  a  role  in  lagging  strand  replication 
(Grossi  et  al.,  2004;  Casteel  et  al.,  2009). Absence  of  STN1,  a  protein  component  of  the  CST 
complex,  in Arabidopsis causes  telomere  shortening, G‐overhang elongation and chromosome 
end‐to‐end fusions (Song et al., 2008). I hypothesized that deletion of STN1, should not have any 
influence  on  the  blunt‐ended  telomere,  as  it  is  believed  to  be  involved  in  lagging  strand 
replication  and  the  blunt  ended  telomere  can  only  be  generated  by  the  leading  strand 
replication. dUTP‐PENT analysis of stn1 mutants obtained from Dorothy Shippen’s lab (Figure 32 
A  lanes 4 and 6) revealed a signal reduction of 52.4 %  (n= 9; ±12.4 %) which  is comparable to 
wild  type  42.9  %  (n=15;  ±7.5  %).  In  addition,  with  the  hairpin  ligation  assay  blunt‐ended 
telomeres in stn1 mutants were readily detectable (Figure 32 B lane 5) Thus the removal of STN1 
did not have an effect on the presence of the blunt‐end. Therefore, STN1 seems not to have any 
influence on the blunt‐end structure.  
 
 
Figure 32: Blunt‐ends are observed in stn1 mutants  
A: dUTP‐PENT analysis of wild type and stn1 mutant plants. B: Blunt‐end  ligation assay of wild type and stn1 plants. 
asterisk; interstitial telomeric signal. kb: kilobasepairs. 
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Another protein candidate to test was the Ku complex. Ku has the biochemical properties to 
bind blunt‐ended DNA in a sequence nonspecific manner, as it is the case during NHEJ. Based on 
the various phenotypes of  the Ku  complex at Arabidopsis  telomeres  (telomere elongation, G‐
overhang elongation, and  increased  recombination)  I hypothesized  that,  in  the absence of Ku, 
nucleases could resect the C‐strand of the blunt‐end, in turn generating a G‐overhang which can 
prime telomerase elongation. To test this prediction, we analyzed telomere structure  in plants 
deficient  in Ku and telomerase. The reasoning for that  is that Ku single mutants have very  long 
telomeres, due to excess telomerase activity, that are difficult to separate on denaturing gels.  
 
In Figure 33 A, dUTP‐PENT analysis, of genomic wild type DNA, tert, and tert ku70 mutants is 
shown. Tert mutants have a  similar distribution of G‐overhangs  as wild  type  samples, 49.4 % 
(n=7;  ±8.3  %),  whereas  the  extensive  telomeric  signal  loss  in  tert  ku70  double  mutants 
demonstrates that 73.6 % (n= 11; ±7.1 %) of the telomeres have long G‐overhangs. In agreement 
with the dUTP‐PENT results, no shift of telomeric signal in the hairpin ligation assay (Figure 33 B, 
lane 5) was detected.  
 
 
Figure 33: No blunt‐ends in tert ku70 double mutants 
A:  dUTP‐PENT  analysis  of wild  type,  tert,  and  tert  ku70 DNA  samples  performed  in  cooperation with Dr.  Barbara 
Zellinger. B: Hairpin ligation assay of tert and tert ku70 plants. asterisk: interstitial telomeric signal. kb: kilobasepairs.  
 
The  two previous  experiments  suggested  that  the Ku  and  STN1  complexes have different 
impacts on blunt‐ended telomeres. While Ku is important for their protection, STN1 appears to 
act at telomeres with G‐overhangs. Thus, it was interesting to examine the fate of both types of 
telomere end structures in stn1 ku80 double mutants. Such double mutants were generated and 
    Results 
Anita Kazda    Page 65 of 139 
characterized by Elisa Derboven, another PhD student in the lab. stn1 ku80 double mutants are 
viable but have a severe growth defect, display a high frequency of anaphase bridges, and their 
telomeres  range  in  length between stn1 and ku80 mutants, with a very heterogeneous  length 
distribution  (Elisa  Derboven,  unpublished).  In  Figure  34  A,  a  dUTP‐PENT  assay  of  stn1  ku80 
double mutants shows that telomeres with long G‐overhangs are abundant. The reduction of the 
signal was on  average 60 %  (n=4; ±10.6 %)  indicating  that more  telomeres  than  in wild  type 
contained a G‐overhang. The hairpin ligation assay (Figure 34 B) revealed no detectable shift of 
telomeric  signal  in  stn1  ku80 double mutants  (lane 8),  indicating  that  the blunt‐end  is  lost  in 
these  plants.  However,  if  G‐overhangs  are  created  on  both  ends  of  a  chromosome  in  the 
absence  of  Ku,  and  STN1  is  involved  in  protecting  these G‐overhang  containing  ends,  it was 
surprising that the stn1 ku80 double mutants were viable. This leads to two conclusions. Either 
STN1  is  not  involved  in  protecting  the G‐overhang  end,  or,  in  the  absence  of  STN1,  another 
protective factor takes over its function.  
 
 
Figure 34: Blunt‐ends are not observed in stn1 ku80 double mutants 
A: dUTP‐PENT analysis of wild type and stn1 ku80 plants. B: Hairpin  ligation assay of wild type, stn1, and stn1 ku80 
plants. The longer TRF signals in stn1 ku80 double mutants are due to the ecotypic background they were crossed in 
(Col0 and Ws) asterisk: interstitial telomeric DNA. kb: kilobasepairs.  
 
I next compared the dUTP‐PENT data of all analyzed genotypes. A comparison of the various 
dUTP‐PENT analyses  is  shown  in Figure 35. Telomeres  from wild  type Arabidopsis plants have 
43 % G‐overhangs  (green;  SD:  ±7.51 %) which  is  comparable  to  telomeres of  tert plants with 
49 % G‐overhangs (yellow; SD: ±8.23 %). From these similar levels of G‐overhangs I conclude that 
telomerase has no direct effect on  the amount of G‐overhangs present.  In ku70  (or ku80)  tert 
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double mutants the abundance of G‐overhang containing telomeres increases to 74 % (blue; SD: 
±7.09 %), demonstrating a role for Ku in protecting the blunt‐end. Further, the blunt‐end is not 
detectable by the hairpin  ligation assay,  indicating that the blunt‐end  is resected after removal 
of Ku. Plants deficient  in STN1 have 52 %  (orange; SD: ±12.40 %) G‐overhangs, similar  to wild 
type and tert plants, which  leads to the conclusion that STN1 has no, or  little, effect on blunt‐
ended  telomeres.  This  is  supported  by  the  fact  that  with  the  hairpin  ligation  assay  in  stn1 
mutants, blunt‐ends are readily detectable.  
 
In a cross between KU80 and STN1 blunt‐ends can no longer be detected, but the frequency 
of G‐overhang ends detected by dUTP‐PENT only increases to 60 % (red; SD: ±10.62 %). This is an 
increase of G‐overhangs of 17 %  compared  to wild  type. Absence of blunt ends  in  ku80  stn1 
mutants together with only 60 % G‐overhangs, indicate that the remaining 40 % of telomeres do 
not  contain  long G‐overhangs detectable by  the  two  telomeric  repeat primer used  for dUTP‐
PENT. However, the integrity of telomeres of stn1 ku80 double mutants is severely affected; as 
for example dramatically elongated G‐overhangs and about 25 % anaphase bridges, indicative of 
end‐to‐end fusions, are observed (unpublished data, Elisa Derboven). These end‐to‐end fusions 
prevent efficient analysis by dUTP‐PENT. Alternatively,  the  remaining 40 % of  telomeres could 
form an end structure that  is not blunt‐ended, but might have short overhangs between 1 and 
13 nt.  
 
 
Figure 35: Comparison of G‐overhang percentages  in wild  type,  tert,  ku70/80  tert,  stn1, and  stn1  ku80 mutants 
detected by dUTP‐PENT 
Approximately 50 % of wild type, tert, and stn1 telomeres have G‐overhangs. Telomeres of stn1 ku80 double mutants 
display  60 % G‐overhangs  and  ku70/80  tert  double mutants  exhibit  74 % G‐overhangs.  The  number  of  biological 
replica is indicated by n. The error bars indicate standard deviations calculated from the biological replica. 
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One  conclusion  that  can  be  drawn  from  the  previous  experiments  is,  that  Ku  plays  an 
essential  role  in  the maintenance of  the  blunt‐end.  The  removal of  Ku potentially  leads  to  a 
deprotected  blunt‐ended  telomere, which  could  be  further  processed  to  form  a G‐overhang 
containing telomere which can fold back into a t‐loop, and thus again be protected. The fact that 
Arabidopsis has blunt‐ended  telomeres, and  that plants without a  functional Ku complex have 
no visible phenotype, suggests  that  the blunt‐ends are converted  into a capped  telomere and 
the  increased  abundance of G‐overhangs  in  ku  tert double mutants  implies  that  indeed  such  
G‐overhangs  are  formed  at  the  unprotected  blunt‐end.  This  led  me  to  question  which 
mechanisms are involved in converting the unprotected blunt‐end into a G‐overhang.  
 
It has been shown previously that,  in the absence of Ku, G‐overhang  length  is  increased  in 
Arabidopsis (Riha et al., 2002). In yeast, Exonuclease 1 (EXO1), a 5’ – 3’ exonuclease resects the 
C‐strand  in the absence of Ku (Maringele and Lydall, 2004; Bertuch and Lundblad, 2004). Work 
from our lab showed that exonuclease 1 plays a role in resecting Ku depleted telomeres also in 
Arabidopsis  (Rössler,  2008).  The  Arabidopsis  genome  harbors  two  EXO1  genes  (EXO1A  and 
EXO1B)  and  inactivation  of  both  is  required  for  exo1  null  mutants.  To  find  out  if  EXO1  is 
responsible  for  resection  of  the  unprotected  blunt‐end  I  examined  the  end  structure  of 
telomeres depleted of TERT, KU80, and EXO1a/EXO1b (quadruple mutants generated by Dr. Max 
Rössler).  The  dUTP‐PENT  in  Figure  36  A  indicates  that,  in  the  ku80  tert  exo1 mutants,  49 %  
(n=9; ±11.2 %) of  telomere possess G‐overhangs, which  is  similar  to wild  type,  tert, and  stn1 
mutants. The  finding  that  the proportion of  telomeres with G‐overhangs drops down  to wild 
type  levels  in  the ku80  tert exo1 mutants,  compared  to ku  tert mutants,  indicates,  that EXO1 
indeed is needed for the formation of long G‐overhangs at unprotected blunt‐ended telomeres. 
Based on the dUTP‐PENT data,  I expected to detect blunt‐ended telomeres  in the ku tert exo1 
mutants. However, no signal shift was seen with the hairpin ligation assay (Figure 36 B, lane 8). 
These results indicate that the blunt‐ended telomere structure is lost, but is not converted into a 
long G‐overhang detectable by dUTP‐PENT, as only ~ 50 % of the telomeres are resistant to the 
dUTP‐PENT assay. One possibility is that the blunt‐ends are converted, by another nuclease, into 
short G‐overhang ends that remain resistant to the dUTP‐PENT assay.  
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Figure  36:  In  ku  tert  exo1  mutants  a  fraction  of  telomeres  is  resistant  to  dUTP‐PENT  but  no  blunt‐ends  were 
detected 
A: dUTP‐PENT analysis of wild type, tert, tert ku70, and ku80 tert exo1  DNA. B: Hairpin ligation assay of tert, tert ku70, 
and ku tert exo1 Arabidopsis DNA. asterisk: interstitial telomeric signal. kb: kilobasepairs. 
 
To determine whether the ku tert exo1 mutants contain telomeres with short 3’ overhangs, I 
ligated  DNA  from  these  plants  to  the  1‐3  nt  3’  short  overhang  hairpin  mixes  and  the  1nt 
5’ overhang  hairpin  mix,  but  as  shown  in  Figure  37,  none  of  these  reactions  detected  any 
suitable telomere counterpart.   
 
 
Figure 37: No short nucleotide overhangs are detected in ku tert exo1 mutants 
Ligations of blunt hairpin, 1‐3 nt 3’ overhang hairpin mixes, and 1 nt 5’ overhang hairpin mix was performed on ku tert 
exo1 mutants.  
 
As the primer in the dUTP‐PENT consists of two telomeric repeats, one explanation could be 
that  the  resistant  fraction  of  telomeres  in  the  dUTP‐PENT  assay which  does  not  contain  G‐
overhangs  longer  than  two  telomeric  repeats  but  also  is  not  detectable  by  the  blunt  –  3  nt 
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hairpin mixes, is processed by a yet unidentified nuclease which specifically leaves G‐overhangs 
of 4‐13 nt.  Support  for  this hypothesis  comes  from previous work  in mammals where  it was 
shown  that  an  initial  resection  of  the  C‐strand  takes  place  before  EXO1  performs  a  more 
extensive resection (Lam et al., 2010; Wu et al., 2010). 
 
3.5.2 The sequence of the telomeric blunt‐end in tert and stn1 mutants  
The  experiments  in  the  previous  section  demonstrated  that  blunt‐ended  telomeres  are 
present  in  wild  type,  tert  mutant,  and  stn1  mutant  plants.  I  next  wanted  to  examine  the 
distribution of  terminal permutations of  the blunt‐end and whether  these mutations have an 
effect on the frequency of the different permutations. Therefore, I conducted a deep sequencing 
experiment using  the hairpin  ligation strategy.  In Figure 38 a comparison of  the occurrence of 
the different permutations  in wild type (green), tert (yellow), and stn1 (red)  is shown. The wild 
type  and  tert  data  sets  almost  perfectly  overlap,  as  the  TTTAGGG‐3’  permutation,  with  
42.4 % (±3.8 %) in wild type and 44.8 % (±1.5 %) in tert, is the most prevalent one.  
 
In contrast, the GTTTAGG‐3’ permutation has the highest frequency with 37.2 % (± 3.6 %) in 
stn1 mutants. Thus, even though the blunt‐end is still present and intact in stn1 mutant plants, 
the  most  abundant  terminal  sequence  of  the  blunt‐ended  telomeres  has  changed  from 
TTTAGGG‐3’  to GTTTAGG‐3’,  indicating  that  in  the  absence of  STN1  the  telomere  terminus  is 
processed differently  than wild  type, but still maintained as a blunt‐end. The difference  in  the 
final permutation of  the blunt‐ended  telomere  in  stn1 mutants could be explained as  follows. 
STN1, as it has been shown to be involved in lagging strand synthesis (Casteel et al., 2009; Grossi 
et al., 2004) may  influence processing of the C‐strand at the  lagging telomere. This C‐strand  in 
the next round of replication serves as a template for G‐strand synthesis by the  leading strand 
mechanism, generating a blunt‐ended telomere. If STN1, as part of the CST complex, is involved 
in fill‐in synthesis of the C‐strand, depletion of STN1 would lead to irregularities of the C‐strand, 
which  would  directly  influence  the  terminal  permutation  of  the  blunt‐end  in  the  next  cell 
division.  Besides  the  shift  in  preferential  blunt‐end  permutation  in  stn1  mutants,  it  is  very 
interesting to see that the inactivation of telomerase has no effect on the terminal permutation 
of  the blunt‐ended  telomere.  This  further  supports our  assumption  that  the  sequence of  the 
blunt  end  is  primarily  determined  by  synthesis/processing  of  the  C‐strand  by  lagging  strand 
mechanism from the previous round of DNA replication and that telomerase should not directly 
influence this process. 
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Figure 38: Deep sequencing analysis of blunt‐ended telomeres 
Sequencing of blunt‐ended telomeres of wild type DNA samples (green) was compared to tert (yellow) and stn1 (red) 
samples. The number of biological  replica  is  indicated by n. The error bars  indicate  standard deviations  calculated 
from the biological replica. 
 
3.6 The role of Ku in telomere length regulation 
The experiments conducted in the previous sections showed that Ku is involved in protecting 
and  maintaining  the  blunt‐end  as  in  its  absence  blunt‐ended  telomeres  are  converted  into  
G‐overhang containing telomeres. Therefore, I further investigated the role of Ku at Arabidopsis 
telomeres.  Despite  the  various  telomeric  phenotypes  Ku  has,  proof  that  it  is  located  at  the 
telomere is still missing. Therefore, the goal was to perform Co‐Immunoprecipitation (Co‐IP) and 
ultimately Chromatin Immunoprecipitation (ChIP) experiments to show localization of Ku to the 
telomeres and  to  further determine whether Ku  interacts with  the  telomere  through protein‐
protein interaction or direct DNA interaction.  
 
3.6.1 Loss of KU80 results in downregulation of KU70 
To verify  the detectability of KU70 with an anti‐KU70 antibody  I performed Western blots 
with a rabbit raised antibody against the Arabidopsis KU70 protein, previously generated in the 
lab.  Furthermore,  it  is  known  that  the  Ku  complex  is  only  active  if  it  forms  a  heterodimer 
consisting of the KU70 and the KU80 subunits. Therefore, it was of interest to test whether the 
loss of one of the subunits influences the protein level of the other subunit. I used Western blot 
analysis  to  compare protein  levels of KU70  in wild  type  seedlings  (Figure 39 Col0 #1 and #2), 
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ku80‐1 (WS ecotype), and ku80‐5 (Col0 ecotype) seedlings. For normalization of the loading the 
cross reacting band below 55 kDa was used (indicated by the asterisk in Figure 39). Interestingly, 
the protein levels of KU70 were decreased by 49.8 – 57.4 % in ku80‐1 mutants and by 74 – 94 % 
in ku80‐5 mutants. Table 1 shows the normalized protein expression per sample. The decreased 
protein levels of KU80 in the absence of KU70 indicate that both subunits are necessary to form 
a stable heterodimer and that in the absence of KU80, KU70 is likely degraded. 
 
Table 1: Comparison of KU70 protein expression levels in wild type and ku80 seedlings 
  wild type #1  wild type#2 ku80‐1 #2 ku80‐1 #2 ku80‐5 #1  ku80‐5 #2
Protein expr.[%]  100  94.77 50.17 42.58 25.96  5.87
 
 
Figure 39: Downregulation of KU70 protein expression in the absence of KU80  
Western blot of wild type #1 and #2 (Col0 ecotype), ku80‐1 (Ws ecotype), and ku80‐5 (Col0 ecotype) protein extracts. 
Protein extracts were obtained  from seedlings. asterisk: anti‐KU70 antibody cross reacting band  just below 55 kDa. 
kDa: kilo Dalton. 
 
3.6.2 The KU80:MYC construct complements the ku80 mutation 
After confirmation that KU70 could be detected by Western blots, I wanted to test whether 
the Ku70 antibody is suitable for immunoprecipitation experiments. Therefore, it was necessary 
to be able  to detect both subunits of  the Ku complex. No antibody has been generated so  far 
which would  allow  the  detection  of  the  KU80  subunit.  To  be  able  to  also  detect  the  KU80 
subunit,  I decided  to generate  transenic plants carrying  the KU80 protein  tagged with 18 MYC 
repeats (Figure 40).  
 
 
Figure 40: Scheme of the KU80:MYC construct used for transformation into Ku80‐1 heterozygous plants  
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After verification of the cloned construct by sequencing analysis, I transformed this construct 
into ku80‐1 heterozygous plants  (Ws ecotype). The advantage of using heterozygous plants  is 
that in the first generation of transformants (T1) plants that are mutant for KU80 and containing 
the KU80:MYC  construct  can be obtained. The  seeds of  the T1  transformants were harvested 
and  selected  for  the KU80:MYC  construct on  the herbicide BASTA. Only plants  containing  the 
BASTA  resistance  gene  survived  treatment with  this  herbicide.  In  the  first  selection  only  one 
plant survived, but it was wild‐type for both copies of the KU80 gene. To transfer the construct 
to a ku80 mutant background, I crossed the KU80:MYC plant with a ku80‐1 heterozygous plant. 
In  parallel  I  repeated  the  transformation  of  ku80‐1  heterozygous  plants with  the  KU80:MYC 
construct to obtain several ku80‐1 plants carrying the KU80:MYC construct. These experiments 
generated multiple  KU80:MYC  lines,  some  from  the  transformation  (T)  and  some  from  the 
cross (F).  
 
To  verify  the  functionality of  the  KU80:MYC  construct  in plants  I performed  several  tests. 
ku80 mutant telomeres in Arabidopsis are elongated  in comparison to wild type (Gallego et al., 
2003).  TRFs were  performed with DNA  from  T3  and  F3  generation  KU80:MYC  plants  and,  as 
shown in Figure 41, except for line 2, all lines complemented the telomere elongation phenotype 
to varying degrees. Some of the lines had even shorter telomeres than the wild type Ws sample. 
Absence of telomere  lengthening  in plants carrying the construct  in ku80‐1 background was an 
indication that the KU80:MYC protein is functional. 
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Figure 41: TRF analysis of KU80:MYC plants  
Telomere length in the T3 lines 1, 2, 26, 27, and 29, as well as in the F3 lines 14 and 21 can be seen. As a reference TRF 
from wild  type  (ecotype Ws) was  loaded  in  the  first  lane.  0.8 %  agarose  gel,  45 V  overnight.  asterisk:  interstitial 
telomeric signal. kb: kilobaseparis. 
 
A Western blot with the anti‐MYC antibody was performed to assess the KU80:MYC protein 
level.  Figure  42  illustrates  that  the  expression  level  was  high  in  lines  1,  26,  29,  and  14, 
intermediate  in  line 21 and 27, and not detectable  in  line 2. Thus,  the elongated  telomeres  in 
Figure  41 were  likely  due  to  the  fact  that  no  KU80:MYC  construct was  expressed  in  line  2. 
Moreover, the  lines 27 and 21 showed an  intermediate protein expression  level and also their 
telomeres were not  as  short  as  the  telomeres of  line 1, 29,  and 14, which  in  turn have high 
protein  expression  level.  Only  the  line  26, which  has  a  high  level  of  protein  expression  has 
bimodal  telomere  length  distribution which  does  not  correlate with  the  high  protein  levels. 
These  correlations  between  protein  expression  and  telomere  length  indicate  that  a  higher 
abundance of Ku leads to shorter telomeres.  
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Figure 42: Protein expression level of KU80:MYC in T3/F3 plants  
All lines with the exception of line 2 functionally expressed the KU80:MYC construct but at different levels. ‐: negative 
control, wild type Ws flower protein extract. +: positive control, MAD2:MYC protein. kDa: kilo Dalton. 
 
Based on TRF analysis and Western blot data, lines 1, 14, 21, and 29 were again subjected to 
BASTA  selection  to  verify  if  the  KU80:MYC  construct  was  present  in  a  heterozygous  or 
homozygous constitution. As  lines 1 and 21 appeared  to be homozygous  for  the  insert  I used 
them for further analysis.  
 
Ku  is  a  key  factor  in NHEJ,  and  the  ability  to  repair DNA DSBs  is  reduced  in  ku80  plants 
(Rössler, 2008). Therefore, the sensitivity to bleocin, a DNA DSB  inducing drug, was tested as a 
third  measure  to  ensure  that  the  KU80:MYC  constructs  complemented  the  ku80  mutant 
background. As  illustrated  in Figure 43,  seedlings of  line 21 appeared as healthy as wild  type 
seedlings  (Ws  ecotype)  when  grown  at  concentrations  of  50  to  100  ng/ml  bleocin.  ku80‐1 
seedlings on the contrary were more sensitive to the bleocin treatment. One striking difference 
was that ku80‐1 seedlings had much shorter roots and also a more yellow appearance compared 
to wild  type  or  KU80:MYC  plants.  Seedlings  of  line  1  showed  the  same  phenotype  (data  not 
shown). This experiment  showed  that  the KU80:MYC  seedlings  looked as healthy as wild  type 
seedlings, demonstrating that the KU80:MYC seedlings are not sensitive to bleocin and therefore 
are fully proficient in DNA repair by NHEJ. 
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Figure 43: DNA damage sensitivity assay  
Seeds were sown on bleocin containing BM plates. Bleocin concentrations are indicated. A: The viability of seedlings 
was  compared at different  concentrations of bleocin and between wild  type, ku80‐1, and  line 21. B: At 100 ng/ml 
bleocin concentration KU80:MYC lines 1 and 21 were compared to wild type Ws and ku80‐1 seedlings.  
 
Taken  together,  the  previous  3  experiments  demonstrated  that  the  KU80:MYC  construct 
fully complemented the ku80 mutation and that the 18 MYC repeats did not  interfere with the 
function of KU80 at telomeres or in DNA repair. The TRF analysis showed that plants containing 
the KU80:MYC construct had telomeres shorter than ku80 mutants and even shorter than wild 
type plants. The Western blot analysis demonstrated  that  the KU80:MYC protein  is expressed, 
and in the bleocin assay it could be observed that KU80:MYC seedlings are able to repair induced 
DNA DSBs just as well as wild type seedlings. Line 1 (F3) and  line 21 (T3) were used for further 
experiments as based on BASTA selection the KU80:MYC construct does not segregate  in these 
lines.  
 
3.6.3 Immunoprecipitation of KU80:MYC pulls down KU70 
Western blot analysis with the anti‐KU70 antibody and the anti‐MYC antibody detected both the 
KU70 and  the KU80  subunits. However,  it  remained  to be established whether  the anti‐KU70 
antibody and the anti‐MYC antibody are suitable for  immunoprecipitation experiments. To test 
this, I analyzed protein extracts from transgenic plants carrying the KU80:MYC fusion proteins by 
immunoprecipitation  (IP). Figure 44 shows  the Co‐IP, which was performed with  the anti‐MYC 
antibody followed by a Western blot with the mouse raised anti‐MYC antibody (Figure 44 A) and 
with  the  rabbit  raised anti‐KU70 antibody  (Figure 44 B). Both primary and  consecutively both 
secondary  antibodies were  applied  to  one membrane  simultaneously,  and  the blot was  then 
scanned with  the Odyssey® system  (Li‐Cor, Biosciences) at wavelength 700  for visualization of 
the MYC  signal  (Figure 44 C,  red), and at wavelength 800  for visualization of  the KU70  signal 
(Figure 44 C, green). As indicated by the arrows in Figure 44 C (line 21, eluate) I successfully co‐
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precipitated  KU70  with  the  MYC  antibody,  which  confirms  that  both  proteins  form  a 
heterodimer.  The Co‐IP was  specific  as  in  the wild  type protein  extract  (wild  type  eluate) no 
KU80:MYC was  detected  (Figure  44  A  and  C).  The MAD2:MYC  protein  construct  served  as  a 
positive  control  for detection of  the MYC  tag  and  it  can  be  seen  in  Figure  44 A  (MAD2:MYC 
eluate) at around 55kDa,  that  the MYC pull down was  successful. However,  in  the  same  lane 
(MAD2:MYC eluate) in Figure 44 B a slight band at 70 kDa appears when Western blotting with 
the KU70 antibody. A 70 kDa band of the same  intensity can also be seen  in the eluate with a 
protein from wild type plants (Figure 44 B, wild type eluate), which suggests that KU70 weakly 
binds to the immunoprecipitation beads. However, it was striking that KU70 in the eluate of line 
21  (Figure 44 B,  line 21 eluate) was highly enriched after  the KU80:MYC  immunoprecipitation. 
This  increase  in KU70  signal  in  the eluate of  line 21  after  IP of KU80:MYC with  the  anti‐MYC 
antibody  demonstrates  that  KU70  and  KU80  form  a  heterodimer  in  vivo  and  can  be  co‐
immunoprecipitated  with  the  MYC  antibody.  In  conclusion,  I  have  generated  all  necessary 
reagents  to  investigate  associations  of  Ku  with  Arbaidopsis  telomeres  by  chromatin 
immunoprecipitation. 
 
 
Figure 44: Co‐Immunoprecipitation of KU80 and KU70 
The different Co‐IP fractions were analyzed by Western blot on one membrane and incubated simultaneously with the 
primary antibodies anti‐MYC and anti‐KU70. For the secondary antibody incubation as well both secondary antibodies 
were applied at  the same  time. A:  Immunoprecipitation of KU80:MYC and subsequent Western blot with anti‐MYC 
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antibody. B: Western blot of  the  same membrane  showing  the anti‐KU70 antibody  signal. C: Combination of both 
Western blot signals. Pictures were taken with the Odyssey® system (Li‐Cor, Biosciences). Wild type: negative control 
for  MYC  immunoprecipitation.  Line  21:  KU80:MYC  line  (T4).  MAD2:MYC:  positive  control  for  MYC 
immunoprecipitation.  Red:  anti‐MYC  antibody  (wavelength  700),  Green:  anti‐KU70  antibody  (wavelength  800). 
arrowhead: KU80:MYC. arrow: KU70. kDa: kilo Dalton. 
 
Taken together with the data shown in this section I verified the detection of KU70 with the 
anti‐KU70 antibody and generated KU80:MYC containing  lines that allow the detection of both 
KU70  and  KU80  in  one  plant.  I  could  further  verify  that  both  antibodies  are  suitable  for  Co‐
Immunoprecipitation experiments and  that KU70 and KU80 can be co‐purified.  In order  to be 
able  to  detect  Ku  at  the  telomere,  ChIP  experiments  would  be  the  next  logical  step. 
Furthermore, the MYC tagged lines can be used to purify the Ku heterodimer and identify other 
interacting proteins by mass spectrometry. 
 
3.6.4 Effect of Ku overexpression on the telomere  
As elucidated  in the  introduction, Ku  is an  important protein at telomeres  involved  in both 
telomere  maintenance  and  telomere  protection.  In  Arabidopsis,  Ku  negatively  regulates 
telomerase activity and a mutation of Ku leads to elongated telomeres (Riha et al., 2002; Gallego 
et al., 2003). Therefore, I decided to investigate whether increased levels of Ku negatively affect 
telomere length compared to wild type. I studied telomere length in plants overexpressing both 
Ku genes by strong constitutive promoters. I obtained Ku70‐1+/‐ (Ws ecotype) and Ku80‐1+/‐ (Ws 
ecotype) seeds that had previously been transformed with constructs harboring KU70 and KU80 
cDNAs under  the  control of a  strong actin promoter  (word done by Dr. Matt Watson and Dr. 
Barbara Zellinger). I selected transformed plants and performed several control experiments to 
ensure that the Ku mRNAs are overexpressed. The aim was to analyze telomere length in plants 
overexpressing KU70 and KU80 in wild type background.  
 
To  test  the  overexpression  of  the  KU70  and  KU80  transcripts  I  performed Northern  blot 
analysis  (Figure 45).  I probed  the membrane consecutively with a KU70 probe, a KU80 probe, 
and an actin probe to control for loading. By comparing the signal intensities in Figure 45 I chose 
KU70 overexpression plants 1 and 6 (green arrows), and KU80 overexpression plants 6, 9, and 11 
(red arrows).  
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Figure 45: RNA levels of KU70 and KU80 overexpression detected by Northern blot 
The upper and the middle panel show KU70 and KU80 overexpressing plants. The same membrane was stripped and 
rehybridized with an actin probe controlling for loading. The endogenous genotype of the individual plants is indicated 
at  the  bottom  of  each  lane.  Arrows  in  green  indicate  the  strongest  KU70  overexpressors  and  arrows  in  red  the 
strongest KU80 overexpressors.  
 
To additionally examine whether the KU70 protein expression levels are elevated among the 
different overexpressing  lines  I performed a Western blot with  the anti‐KU70 antibody  (Figure 
46). The sample OEX KU80 #8 served as a control for normal protein levels of KU70 since it did 
not show any upregulation of the KU80 RNA in Northern blots (Figure 45). The plants OEX KU70 
#2 and #8 had the highest KU70 protein expression levels. The band indicated with the asterisk 
was used as a  loading control and  to normalize expression  levels. Based on  the Northern blot 
data I was able to show that the actin driven overexpression constructs for KU70 and KU80 were 
successfully  transcribed  in  some  of  the  transformed  plants. Moreover,  the  increased  protein 
levels  of  KU70  in  the  overexpressing  plants,  examined  by  Western  blot,  verified  that  the 
constructs were not only transcribed but also expressed.  
 
 
Figure 46: Protein expression levels of Arabidopsis overexpressing KU70  
The samples OEX KU70 were overexpressing KU70 cDNA under the control of an actin promoter. OEX KU80 #8 served 
as a control for normal KU70 protein expression level. The endogenous genotype of the individual plants is indicated 
at the bottom of each lane. asterisk: cross reacting band used for normalization of loading. kDa: kilo Dalton. 
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Based on the Northern and Western blot data  I performed reciprocal crosses between  the 
plants KU70 OEX #2 and KU80 OEX #6.  I propagated the plants  to the F3 generation.  I did not 
observe any obvious phenotypes. In the following two experiments I characterized the obtained 
lines and analyzed their KU70 protein levels and their sensitivity to bleocin.  
 
Plants of the F3 generation were genotyped for their Ku background and the presence of the 
overexpression.  All  analyzed  plants  had  a  wild  type  Ku  background  and  carried  either  a 
KU70/KU80 double overexpression or were single overexpressors for one of the subunits. KU70 
protein expression levels of the double overexpressors were analyzed by Western blot (Figure 47 
A and B). The wild type Ws samples originating from the same seed stock as the plants from the 
original  cross  served  as  a  control  for  normal  KU70  expression  level. Moreover,  parent  single 
overexpressors (samples #1 KU70, #8 KU80, #17 KU70) were analyzed in parallel to the KU70 and 
KU80  double overexpressors. As  seen  in  Figure  47,  the double  overexpressors  as well  as  the 
single KU70 overexpressors have elevated levels of KU70 protein. The KU80 single overexpressor 
(#8 OEX KU80) also shows slightly increased protein expression levels compared to the wild type 
samples. 
 
 
Figure 47: KU70 protein expression analysis of KU70 and KU80 double overexpressors by Western blot 
KU70/KU80 double overexpressors are shown in the first six (A) and first 7 (B) lanes. #1 OEX KU70 and #17 OEX KU70 
were KU70 single overexpressor mother plants and #8 OEX KU80 was a KU80 single overexpressor father plant. Wild 
type (wt) Ws plants from the same seed stock as the originally crossed plants but without overexpression served as 
wild type control. asterisk: band cross reacting with the KU70 antibody, used for normalization. 
 
Quantification of the KU70 protein expression  levels  in the  individual samples (in Figure 47 
arrow) are depicted in Figure 48. Data from overexpressing progeny of both crosses was pooled 
and compared to single overexpressors and wild type KU70 protein levels. Single KU70 or KU80 
overepxressors had slightly  increased KU70 protein  levels  (1.73  fold  increase), but KU70/KU80 
double  overexpressors  show  a  4  to  5  fold  increase  (standard  deviations  ±2.08  and  ±2.1)  of 
protein  level compared  to wild  type Ws plants. The KU80 single overexpressor  (#8 OEX KU80) 
also showed a slightly elevated level of KU70 protein (1.14 fold increase). These results indicate 
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that,  besides  the  overexpression  of  KU70  which  increases  protein  levels  of  KU70,  also  the 
overexpression of KU80 has a positive effect on KU70 protein levels. Moreover, overexpression 
of KU70 and KU80  together boosts  the protein  levels of KU70  to 4  ‐ 5  times higher  than wild 
type, and twice as much when compared to the KU70 single overexpressors.  
 
  
Figure 48: KU70 protein levels in wild type, single overexpressors, and KU70/KU80 double overexpressors 
The  KU70  protein  expression  levels  detected  by  Western  blot  were  quantified  with  Odyssey®  system  (Li‐Cor, 
Biosciences) software. KU70/KU80 double overexpressors show a 4 ‐ 5 fold increase of KU70 compared to wild type.  
 
A consequence of the higher abundance of the Ku complex could be a more effective repair 
of DNA DSBs. To  test  this hypothesis,  seedlings of  some of  the analyzed  lines were grown on 
½ BM plates containing the DSB inducing agent bleocin. In Figure 49 A, seedlings grown on 0 to 
100 ng/ml bleocin are shown. The KU70/KU80 double overexpression plants (OEX70‐80 #5) did 
not show any sensitivity to bleocin and appeared like wild type. No increased tolerance occurred 
in  the  double overexpressors  compared  to wild  type,  except  for  the OEX70‐80  #26  seedlings 
which grew slightly faster than wild type at a bleocin concentration of 100 ng/ml (Figure 49 B). 
As  a  positive  control  ku80‐1 mutants were  grown  in  parallel.  Their  sensitivity  to  bleocin was 
obvious as they did not form any true leaves and arrested in growth.  
 
1 1,14
1,73
4,29
5,05
0
1
2
3
4
5
6
7
8
wt OEX KU80 OEX KU70 OEX KU70‐80
#53 (n=6)
OEX KU70‐80
#56 (n=7)
fo
ld
 inc
re
as
e
Comparison overexpression KU70/KU80 to wild type and 
single overexpressors
    Results 
Anita Kazda    Page 81 of 139 
 
Figure 49: Resistance of KU70/KU80 double overexpressors to bleocin  
A: Wild  type,  ku80‐1 mutant  and  KU70/KU80  double  overexpressing  seedlings  grown  on  0  –  100  ng/ml  bleocin 
containing ½ BM plates are depicted. B: All the tested overexpressing lines at a 100 ng/ml bleocin.  
 
The Western blot analysis showed that the protein  levels of the double overexpressors are 
4 ‐ 5 fold higher than wild type protein levels, but the overexpressor plants do not have a visible 
advantage in response to the DSB inducing agent bleocin compared to wild type. I next analyzed 
the  effect  of  combined  KU70  and  KU80  overexpression  on  telomere  length.  TRFs  were 
performed to find out whether the higher abundance of Ku influences telomere length. The wild 
type plants indicated as wt Ws are from the same seed stock as the heterozygous parents of the 
cross. Plants 2, 3, 4, 5, 7, and 9 are progeny from the F2 plant 53, and plants 15, 21, 22, 24, 26, 
28,  and  32  are  progeny  from  the  F2  plant  56.  All  plants  examined  were  wild  type  at  the 
endogenous  locus. The TRF analysis  in Figure 50 shows that wild type Ws telomeres are about  
5 ‐ 10 kb long and the double overexpressing plants have telomeres ranging between 2.5 to 8 kb. 
This indicated that telomeres of the KU70 and KU80 double overexpressors (F3) are shorter than 
wild  type,  however  they  do  not  shorten  dramatically  compared  to  the  single  overexpressing 
siblings (#1 OEX KU70 and #8 OEX KU80). This indicates that overexpression of one of the two Ku 
subunits  leads to shorter telomeres, and that the overexpression of both Ku subunits does not 
have  any  further  additive  effect  on  the  rate  of  telomere  shortening. However,  to  ultimately 
prove that Ku is located to the telomere ChIP experiments still need to be performed.  
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Figure 50: TRF analysis of KU70 and KU80 double overexpressors 
KU70/KU80 double overexpressors are shown in the first six (A) and first seven (B) lanes. #1 OEX KU70 and #17 OEX 
KU70 were KU70 overexpressor mother plants and #8 OEX KU80 and #13 OEX KU80 were KU80 overexpressor father 
plants.  Wild  type  (wt)  Ws  plants  were  from  the  same  seed  stock  as  the  originally  crossed  plants  but  without 
overexpression and served as wild type control. kb: kilobasepairs. asterisk: interstitial telomeric signal. 
 
With  the  experiments  in  this  section  I  could  extend  the  knowledge  of  the  role  of  Ku  at 
telomeres. It has previously been shown that Ku in Arabidopsis negatively regulates telomerase 
activity (Riha et al., 2002; Gallego et al., 2003), suppresses recombination events at the telomere 
(Zellinger et al., 2007), and  suppresses C‐strand  resection  (Riha and Shippen, 2003).  I  showed 
that overexpression of Ku leads to even shorter telomeres than in wild type Arabidopsis plants, 
underlining  its  role of negatively  regulating  telomerase activity. Loss of Ku  increases  telomere 
length  in  Arabidopsis  while  overexpression  of  Ku  leads  to  shorter  telomeres,  which  is  an 
indication  that  the  abundance  of  Ku  proteins  could  determine  telomerase  activity  at  the 
Arabidopsis telomere.  
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4 DISCUSSION 
 
Due  to  the  polarity  of DNA  replication, which  can  only  occur  in  a  5’  to  3’  direction,  the 
chromosome  end  which  is  replicated  by  the  leading  strand  replication  mechanism  can  be 
continuously generated to the very terminus of the chromosome and  is believed to generate a 
blunt‐end  (Ohki et  al., 2001). The other  chromosome end, which  is  generated by  the  lagging 
strand replication mechanism, is synthesized in a discontinuous fashion. It relies on the repeated 
initiation of  replication by RNA primers which are extended  to  form Okazaki  fragments. After 
removal of  the  last RNA primer  (Budd et al., 2006)  the  terminus of  this  telomere harbors a 3’  
G‐overhang.  The  C‐rich  strand  of  this  telomere  is  shorter  than  the  G‐rich  strand  after  DNA 
replication which results  in telomere shortening over time. This phenomenon  is called the end 
replication  problem.  Telomerase  is  the  enzyme  necessary  to  counteract  the  end  replication 
problem (Greider and Blackburn, 1985).  
 
The detailed  timing and mode of action of  telomerase  is  still unknown and  likely varies  in 
different organisms. Some studies have been conducted aiming to decipher telomerase activity 
at  the  leading  and  the  lagging  strand  telomere.  Zaho  et.  al.  examined  telomerase  activity  in 
telomerase  positive  cancer  cells  (Zhao  et  al.,  2009).  They  discovered  that  in  a  steady  state 
telomere  length situation telomerase acts on all telomeres, regardless of telomere  length. This 
finding is in contrast with studies performed in budding yeast where preferentially the shortest 
telomere is elongated by telomerase (Hemann et al., 2001; Samper, 2001; Marcand et al., 1997). 
Moreover, by  combining  the double  strand nuclease  assay with  consecutive BrdU  labeling of 
synchronized  cells,  they  observed  that  telomerase  elongates  within  30  min  after  DNA 
replication.  Surprisingly,  C‐strand  fill‐in was  uncoupled  from  telomerase  dependent  G‐strand 
elongation  and  took  place  at  the  end  of  S‐phase  (Zhao  et  al.,  2009).  Another  study  on  S. 
cerevisiae telomeres revealed that the mechanism of telomere elongation by telomerase at the 
leading and  lagging strand depends on different protein complexes  (Faure et al., 2010).  In  this 
study Cdc13, a component of  the CST complex, and Est1 and Est2, subunits of  the  telomerase 
holoenzyme, bind  to both  the  leading and  lagging  strand daughter  telomeres. However,  their 
binding  to  the  leading  strand  depends  on  the  presence  of Mre11,  a  component  of  the DNA 
repair  complex MRX which  is  only  present  at  the  leading  strand  telomere.  In  contrast  they 
showed that the Ku complex binds to both daughter strands independent of Mre11 (Faure et al., 
2010).  This  study  demonstrates  that  different mechanism  are  employed  in  budding  yeast  to 
elongate telomeres of the leading and lagging strand by telomerase.  
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4.1 Angiosperm plants have two distinct structures of telomeric ends 
In this study I discovered a novel telomere structure that is uniquely present in angiosperm 
plants, but  not  in other  eukaryotes.  I  demonstrated  that  in Arabidopsis  thaliana  two distinct 
populations  of  telomeres  exist:  telomeres with  G‐overhangs  and  telomeres with  a  blunt‐  or 
nearly blunt‐ends. This is the first time that stable blunt‐ended telomeres have been detected in 
any organism. The blunt‐ended telomeres appear to be conserved in angiosperm plants as I also 
detected them in Silene latifolia and Zea mays.  
 
With  dUTP‐PENT  analysis  I  determined  that  approximately  half  of wild  type  telomeres  in 
Arabidopsis have a G‐overhang and approximately 10 % are blunt‐ended. A fraction of telomeres 
is not perfectly blunt‐ended but  contains  short 1, 2, 3,  and 7 nt overhangs. Due  to  technical 
constraints  it was  not  possible  to  quantitatively  determine  the  proportion  of  telomeres with 
short nucleotide overhangs. I nevertheless conclude due to the increased intensity of the signal 
shift  in  the  hairpin mix  experiment where  all  hairpins  from  blunt‐end  to  the  short  overhang 
containing ones were mixed  in one  reaction  (Figure 15),  that  the  remaining half of  telomeres 
which  do  not  contain  a  G‐overhang  are  blunt  or  nearly  blunt‐ended.  The  existence  of  two 
populations of  telomeres  can most  likely be explained by different  replication mechanisms of 
telomeres at two different ends of the same chromosome. One possible hypothesis  is that the 
telomere  replicated  by  the  lagging  strand  machinery  generates  a  G‐overhang  at  the 
chromosome end, and the telomere replicated by  leading strand mechanism terminates with a 
blunt‐end. Differential processing of the telomeres replicated by different machineries has also 
been shown to be the case in budding yeast (Faure et al., 2010), and it seems that telomeres in 
Arabidopsis are also processed by two different mechanisms.  
 
To test  this hypothesis  I  followed several approaches to determine the origin of the blunt‐
end.  First,  I  attempted  to  label  the  lagging  daughter  strand  during  replication with  a  strand 
specific BrdC  label.  In a synchronized cell culture, during one round of replication, BrdC would 
only  incorporate  into  the  lagging strand, because by default  the DNA strand  replicated by  the 
leading  strand mechanism  is  G‐rich,  while  the  DNA  strand  generated  by  the  lagging  strand 
mechanism  is  C‐rich.  The  incorporated  BrdC  could  be  degraded  by  UV  treatment  and  the 
disintegration of the lagging strand could be detected as a reduction of the main TRF signal in a 
hairpin  ligation  assay  (for  details  see  scheme  in  Figure  30).  My  attempts  in  Arabidopsis 
suspension culture to label the C‐strand failed as the culture was both not synchronized and had 
a  low replication  index, and thus not enough BrdC was  incorporated to be detectable. Another 
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possibility would be  to perform  separation of  the  labeled and  thus heaver BrdC containing C‐
strand from the unlabeled G‐strand by CsCl gradient separation (Chai et al., 2006a) and then to 
perform  the hairpin  ligation assay only on  telomeres  that have been replicated by  the  leading 
strand  mechanism.  However,  also  this  approach  would  require  efficiently  synchronized 
Arabidopsis suspension culture to ensure that BrdC is only present during one cell cycle as well 
as a high enough BrdC incorporation rate.  
 
Second,  I applied a newly developed deep sequencing strategy,  to determine  the  terminal 
permutation  of  the  G‐overhang  and  the  blunt  end.  As  telomerase  requires  a G‐overhang  to 
extend  telomeres  (Lingner  and  Cech,  1996)  I  would  expect  the  terminal  permutation  to  be 
different for the G‐overhang and the blunt end. I discovered that the most common permutation 
at the blunt‐end is TTTAGGG‐3’ in wild type as well as in tert mutant Arabidopsis (Figure 38). This 
permutation does not correspond with the sequence of the Arabidopsis telomerase RNA subunit 
which  is CTAAACCCTA‐3’  (Cifuentes‐Rojas et al., 2011) and would  thus  result  in a GGTTTAG‐3’ 
end. Therefore, I conclude that telomerase is not ultimately involved in generating the terminal 
sequence  of  the  blunt‐end.  Due  to  the  ligation  bias  in  adapter mediated  G‐overhang  deep 
sequencing analysis  I was not able  to determine  the  terminal permutation of  the G‐overhang. 
This made a conclusion of whether the blunt‐end and the G‐overhang containing end stem from 
different processing mechanisms impossible.  
 
4.2 Origin of the blunt‐end 
As the previous approaches to distinguish the leading and lagging strand failed, I decided to 
take an indirect approach to determine the origin of the blunt‐end. I examined the maintenance 
of  the  telomeric blunt‐end  in plant  lines where potentially protective protein candidates were 
mutated. Inactivation of STN1, a component of the CST complex, has severe impact on telomere 
function  in  many  organisms  including  Arabidopsis.  In  Arabidopsis,  stn1  mutation  leads  to 
telomere  shortening,  end‐to‐end  fusions,  G‐overhang  elongation,  and  elevated  telomeric 
recombination  (Song  et  al.,  2008).  This  led  to  the  assumption  that  STN1  and  thus  CST  is  a 
telomere  protection  complex.  Interestingly,  studies  in  humans  show  that  the  CST  complex 
associates with polymerase α primase (Grossi et al., 2004; Casteel et al., 2009) indicating that is 
has  a  role  in  C‐strand  fill‐in  synthesis  and  thus  telomere  replication. Moreover,  it  has  been 
pointed out that the CST complex has similarity with the single strand specific binding complex 
RPA, which binds to single stranded DNA throughout the genome (Sun et al., 2009). The results 
of  the hairpin  ligation assay  show,  that  STN1 does not have an effect on  the  integrity of  the 
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blunt‐end  as  upon  depletion  the  blunt‐end  is  still  readily  detectable.  Also  the  dUTP‐PENT 
analysis  revealed  that  52  %  of  stn1  depleted  telomeres  contain  a  G‐overhang,  which  is 
comparable  to wild  type  levels. However,  the  terminal  permutation  of  the  blunt‐end  in  stn1 
mutants  changes  from  TTTAGGG‐3’  to  GTTTAGG‐3’  (Figure  38).  As  STN1  has  been  shown  to 
interact with the polymerase α primase which is involved in lagging strand replication (Grossi et 
al., 2004; Casteel et al., 2009) and C‐strand fill‐in synthesis determines the C‐strand permutation 
of  the  lagging  strand, which  serves  as  a  template  for  the  telomere  replicated by  the  leading 
strand mechanism  in  the next  round of  replication  (Figure 51, black arrows on  the  right side), 
loss of STN1 and thus deregulation of C‐strand fill‐in synthesis affects the terminal permutation 
of the blunt end. This  indicates  that STN1  in Arabidopsis might rather be  involved  in  telomere 
replication than  in telomere protection, which  is  in contrast with the current assumption (Song 
et al., 2008). 
 
 
Figure 51: The fate of leading and lagging strand replicated telomeres in the next round of DNA replication 
Telomeres  of  one  chromosome  are  either  replicated  by  the  leading  strand machinery  or  by  the  lagging  strand 
machiners. The  leading strand machinery generates a blunt‐end, while the  lagging strand machinery generates a G‐
overhang. Only the G‐overhang containing end serves as a substrate for telomerase elongation. The leading G strand 
of the blunt‐ended telomere always becomes the G‐overhang in the next round of replication. The lagging C‐strand of 
the G‐overhang containing end always serves as a template for the newly generated blunt‐end.  
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A mutation of the telomerase catalytical subunit tert does not have any effect on the blunt‐
end or the presence of G‐overhangs. Moreover, the distribution of terminal permutations of tert 
mutants  almost perfectly overlaps with  the distribution of  terminal permutation of wild  type 
plants. These results are in line with the hypothesis that in Arabidopsis telomerase only acts on 
the  G‐overhang  containing  telomere  (indicated  in  green,  Figure  51)  as  it  has  been  shown 
previously that telomerase requires a G‐overhang to be able to bind to a telomere (Lingner and 
Cech, 1996). These findings suggest that telomerase is not involved in maintaining or preserving 
the  blunt‐end.  Moreover,  the  fact  that  in  a  telomerase  mutant  plant  line  the  terminal 
permutation of  the blunt‐end does not change also  leads  to  the conclusion  that  telomerase  is 
not involved in generating the terminal permutation of the C‐strand on the lagging telomere. In 
human  cancer  cells  it has been  shown  that G‐overhang elongation by  telomerase  takes place 
right after DNA replication while C‐strand fill‐in is uncoupled from this process and occurs in late 
S‐phase (Zhao et al., 2009). However, as in tert mutants the terminal permutation at the blunt‐
end  is  not  randomized,  it  is more  likely  that  sequence  specific  processing  takes  place  at  the  
C‐strand which is independent of telomerase activity. One model could be that Stn1 is involved 
in C‐strand  fill‐in  synthesis  (Grossi et al., 2004; Casteel et al., 2009). After  fill‐in  synthesis,  the  
C‐strand  could  be  processed  to  terminate  in  a  specific  sequence.  These  sequence  specific 
processing events could be performed by nucleases such as Mre11 (Larrivée et al., 2004), Exo1 
(Maringele and Lydall, 2004), and Apollo (Wu et al., 2010). The current data suggests that Stn1 is 
involved  in C‐strand fill‐in synthesis of the  lagging strand daughter telomere. This, and the fact 
that in stn1 mutants the blunt‐end is maintained, supports the conclusion that the blunt‐end is 
indeed generated by the leading strand replication machinery.  
 
4.3 Protection of the blunt‐end by the Ku heterodimer 
The central factor  in protecting the blunt‐end  is the Ku heterodimer. Upon removal of Ku  I 
have  shown  that blunt‐ended  telomeres are converted  into G‐overhang containing  telomeres. 
One could speculate that the blunt‐end arises  in all organisms  immediately after replication, as 
leading strand  replication  is predicted  to generate a blunt‐end  (Ohki et al., 2001). However,  it 
has  been  shown  in  humans  that  approximately  80 %  of  the  telomeres  harbor  a G‐overhang 
(Makarov  et  al.,  1997)  and  also  the majority  of  yeast  telomeres  is  believed  to  possess  a G‐
overhang  (Wellinger  et  al.,  1996)  and  therefore  it  is  assumed,  that  the  blunt‐end  is  rapidly 
processed by yet unknown nucleases which results in G‐overhang containing telomeres on both 
chromosome ends. Perhaps this  is  indeed the case, and the blunt‐end  in other organisms than 
    Discussion 
Anita Kazda    Page 88 of 139 
angiosperm  plants  is  processed  so  rapidly  that  it  cannot  be  detected  by  the  hairpin  ligation 
assay.  
 
 
Figure 52: Model for blunt‐end protection after DNA replication  
A chromosome half  is depicted, with  the  telomere  in green on  the  left side and  the centrosome  in  form of a black 
sphere on  the  right  side.  The blunt‐ended  telomere  is not  able  to  fold back  and  form  a  t‐loop  and  thus  could be 
protected by protein complexes such as the Ku heterodimer.  
 
In Figure 52  I depicted a model of how Ku could  interact with  the blunt‐end  to protect  it. 
There  is no experimental evidence  that  the blunt‐end  is  the  leading end and  the G‐overhang 
containing end is the lagging end of the chromosome. However, due to the Stn1 data discussed 
previously  I  hypothesize  that  the  blunt‐end  is  derived  from  the  leading  strand  replication 
mechanism. At the G‐overhang containing telomere a protective t‐loop can be formed, but not 
at the blunt‐ or nearly blunt‐ended telomere as a G‐overhang is a prerequisite for the formation 
of a t‐loop (Griffith et al., 1999). Ku could load onto the blunt‐end in the same manner as it loads 
onto a DNA DSB (Walker et al., 2001). A recent study conducted by Lopez et al. in budding yeast 
showed  that Ku  loads onto  telomeres  through  its  inner  tunnel  (channel?)  (Lopez et al., 2011), 
which is also how I would expect it to load onto the blunt‐end. Since there are presumably other 
double strand telomere binding proteins present at the telomere, the Ku complex cannot slide 
inwards, as it usually would do in the case of a DSB within the a chromosome. In such a way Ku 
can hinder telomere access for other DNA repair factors (such as ligases) and mediate protection 
of  the blunt‐ended  telomeres  (Figure 52). This model does not exclude  that Ku also  interacts 
with other telomere binding proteins or the G‐overhang to maintain the protective cap.  
 
To test whether Ku loads directly onto the blunt‐ended telomere one could mutate the inner 
channel of the Ku heterodimer in such a way that it cannot load onto DNA anymore: This loading 
impaired  version of Ku  can be  reintroduced  into plants and  the  fate of  the blunt‐end  can be 
observed. If Ku directly loads onto the blunt‐end via its inner channel I would expect the blunt‐
end to be lost in the presence of the loading impaired Ku complex. Another possibility would be 
to  remove  some of  the  six potential  telomere binding proteins  (Karamysheva et al., 2004)  to 
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facilitate sliding of the Ku complex. This would allow nucleases to gain access to telomeres and 
resect the C‐strand to generate G‐overhangs also at this telomere. I would expect the blunt‐end 
to  be  lost  in  mutants  with  reduced  ds  telomere  binding  proteins.  Moreover,  the  newly 
generated G‐overhang could serve as a trigger for telomerase mediated telomere elongation.  
 
One  of  the main  functions  of  Ku  in  Arabidopsis  and  in  budding  yeast  is  to  protect  the 
telomere against nucleolytic attack  (Maringele and  Lydall, 2004; Bertuch and  Lundblad, 2004; 
Rössler, 2008). Moreover, in the absence of Ku in humans and budding yeast telomeres shorten 
rapidly which can be an indication for nucleolytic processing, impaired replication (Boulton and 
Jackson, 1996; Li et al., 2002; Wang et al., 2009; Porter et al., 1996) or recombination (Grandin 
and Charbonneau, 2003; Wang et al., 2009). I hypothesize that the function of Ku at the leading 
strand telomere in Arabidopsis and humans is analogous. While in Arabidopsis Ku loads onto the 
blunt‐end, I hypothesize that in humans Ku recognizes and loads onto the blunt‐end immediately 
after replication as well. I propose that in both organisms Ku slides inwards along the telomere 
until it reaches the first ds telomere binding protein. While in humans two ds telomere binding 
proteins are present, TRF1 and TRF2 (Broccoli et al., 1997; Fairall et al., 2001), Arabidopsis has six 
potential  telomere  binding  proteins  (Karamysheva  et  al.,  2004).  This  could  lead  to  a  higher 
occupancy of the double stranded telomeric tract  in Arabidopsis, which could hinder sliding of 
Ku  inwards  onto  a  chromsome.  On  the  contrary,  in  humans  Ku  can  slide  inwards  onto  the 
telomere until  it  reaches  the  first ds  telomere binding protein TRF1 or TRF2. This would allow 
access  to exonucleases which resect  the C‐strand until  they reach  the  first Ku molecule at  the 
telomere and  thus generate a G‐overhang where originally a blunt‐end was  formed after DNA 
replication (Figure 53).  
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Figure 53: Model for the role of Ku at human telomeres. 
A:  Structure  of  the  telomeres  of  one  chromosome  in  Arabidopsis.  A  blunt‐ended  telomere  and  a  G‐overhang 
containing  telomere which  can  formed a  t‐loop  can be  seen. B: Structure of  the  telomeres of one  chromosome  in 
humans.  The  blunt‐end  which  is  generated  after  replication  is  resected  by  one  or  more  exonucleases.  The 
exonucleases can only resect the C‐strand until they encounter the first Ku complex. Thus, Ku determines the length 
of the G‐overhang. The newly formed G‐overhang can lead to the formation of a t‐loop also on the leading end of the 
chromosome. 
 
Ku has also been shown to negatively regulate telomerase activity and block recombination 
at telomeres  in Arabidopsis (Riha et al., 2002; Zellinger et al., 2007). Furthermore,  loss of Ku  in 
budding yeast and humans leads to rapid telomere deletion (Boulton and Jackson, 1996; Porter 
et al., 1996; Wang et al., 2009) which  is due  to  the  fact  that Ku also blocks  recombination  in 
those  organisms  (Grandin  and  Charbonneau,  2003; Wang  et  al.,  2009) Moreover,  Ku  directly 
interacts with  telomerase subunits  in both organisms  (Peterson et al., 2001; Stellwagen et al., 
2003; Chai et al., 2002; Fisher et al., 2004). Telomerase also has been shown to require a 3’ G‐
overhang to elongate the telomere (Lingner and Cech, 1996). As I have shown in this study that 
overexpression of Ku  leads  to  telomere shortening,  I propose  that overexpression of Ku,  leads 
not only  to  increased occupation of  the blunt‐end but also of  the G‐overhang  containing end 
which makes telomeres in Arabidopsis not accessible to telomerase and therefore they shorten 
(Figure 50, Figure 54). Unlike in humans and budding yeast (Peterson et al., 2001; Stellwagen et 
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al., 2003; Chai et al., 2002; Fisher et al., 2004),  it has not been shown so  far  that Ku  interacts 
and/or recruits telomerase to the telomere. Given the fact that Ku negatively regulates telomere 
elongation  and  overexpression  of  Ku  leads  to  even  shorter  telomeres,  I  conclude  that  the 
function of Ku in Arabidopsis diverges from humans and yeast, as it inhibits telomerase access to 
the telomere.  
 
As  I  determined  that  double  overexpression  of  KU70  and  KU80  has  no  additive  effect 
compared to single overexpression of either KU70 or KU8, this could be explained by the model 
depicted  in Figure 54 B and C.  In a  situation of normal protein expression not all possible Ku 
heterodimers are formed as not all subunits find each other to form a heterodimer (Figure 54 B). 
Overexpression  one  of  the  two  subunits  may,  thus,  be  sufficient  to  increase  efficiency  of 
heterodimer  formation.  Therefore,  the  overexpression  of  only  one  subunit  could  already 
increase  the  concentration  of  Ku  heterodimers  and  thus  increase  their  occupancy  at  both 
chromosome ends.  In yeast and humans Ku directly  interacts with telomerase (Peterson et al., 
2001; Stellwagen et al., 2003; Chai et al., 2002; Fisher et al., 2004) which would  suggest  that 
overexpression of Ku in these organisms could lead to telomere lengthening. On the other hand 
Ku’s  high  affinity  to  DNA  end  binding  (Walker  et  al.,  2001)  could  outcompete  telomerase 
recruitment  and  therefore  overexpression  of  Ku  in  yeast  or  in  humans  could  also  lead  to 
telomere  shorting.  It would  be  interesting  to  test which  of  these  two  hypotheses was  true. 
Moreover, overexpression of Ku in these organisms might lead to retention of the blunt‐end as 
more Ku  complexes  could  slide onto  the  chromosome end and,  if my hypothesis  is  correct, a 
higher  occupancy  of  Ku  at  the  leading  end  could  prevent  exonuclease  attack  because  there 
would be no room  for  the Ku complex  to slide.  It would be  interesting  to perform  the hairpin 
ligation assay on yeast or human Ku overexpressing  telomeres  to  test whether  the blunt‐end 
remains.  
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Figure 54: Model for Ku overexpression 
A:  The  Ku  heterodimer  protects  the  blunt‐end  and might  also  occupy  the  single  stranded  3’  G‐overhang  if  it  is 
overexpressed. This occupancy of the G‐overhang could lead to its inaccessibility through telomerase which results in 
telomere  shortening.  B:  Ku  heterodimer  formation  at  normal  Ku  protein  expression  levels  is  illustrated.  C:  Ku 
heterodimer  formation  at  single  Ku  subunit  overexpression  conditions  is  illustrated.  Already  single  subunit 
overexpression can be sufficient to form the maximum amount of functional heterodimers.  
 
4.4 Telomere processing in the absence of Ku 
The  fact  that  the  blunt‐end  in  Arabidopsis  is  maintained  and  not  processed  into  a  
G‐overhang containing end allows us to study the molecular events that lead to the conversion 
of the blunt‐end to a G‐overhang containing end, if the protective cap including Ku is removed. 
In Arabidopsis, ku mutant plants are viable, in contrast to humans, where Ku is an essential gene 
(Wang et al., 2009). This offers a unique opportunity  to study the molecular events  leading  to 
the G‐overhang. Therefore, dissection of  the end  resection processes  in  the absence of Ku  in 
Arabidopsis can support research  in other model organisms  in order to decipher the molecular 
events responsible for G‐overhang formation at the leading end. 
 
The  DSB  binding  protein  Ku  is  involved  in  protection  of  the  blunt‐end.  Ku  has  various 
telomeric  functions  in  Arabidopsis,  which  include  negative  regulation  of  telomerase  activity 
(Riha et al., 2002), suppression of recombination (Zellinger et al., 2007), and protection against 
nucleolytic  attack  by  Exo1  (Rössler,  2008).  The  extensive  telomere  elongation  in  ku mutants 
makes  the  detection  of  blunt‐ends  very  difficult  and  I  therefore  examined  the  telomere  end 
structure of ku mutants  in a  tert mutant background.  In  this  setting,  the blunt‐end cannot be 
detected anymore and G‐overhang  levels  rise  to 73 %, which shows  that  the blunt‐end  in  the 
absence of Ku is converted into a G‐overhang containing end. This leads to the model that in the 
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absence of Ku a G‐overhang is formed that can be folded into a t‐loop (Figure 55). The formation 
of  this  t‐loop might not  be  as  tightly  regulated  as  the  formation of  the  t‐loop  at  the  lagging 
strand.  
 
 
Figure 55: Model for molecular events taking place at the blunt‐end after ku tert depletion 
Ku normally blocks telomerase activity, exonucleolytic attack, and recombination events to happen at the telomere. In 
the absence of Ku and TERT the blunt‐end is lost and converted into a G‐overhang containing end due to the action of 
exonucleases. It is likely to form a t‐loop structure to hide the chromosome end from DSB repair factors.  
 
It  has  been  shown  previously  that  EXO1  in  Arabidopsis  and  yeast,  in  the  absence  of  Ku, 
resects  the C‐strand as  increased G‐overhang  length  can be observed  (Rössler, 2008, Bertuch 
and Lundblad, 2004; Bonetti et al., 2010). Therefore,  I tested for the presence of blunt‐ends  in 
quadruple mutants  of  TERT,  KU,  EXO1A,  and  EXO1B.  If  EXO1  is  the  nuclease  responsible  for  
C‐strand  resection  in  the absence of Ku  I would expect blunt‐ended  telomeres  in  this mutant. 
However,  I  did  not  detect  blunt‐ended  or  nearly  blunt‐ended  telomeres  in  those  mutants. 
Surprisingly,  the  dUTP‐PENT  analysis  showed  that  only  half  of  the  telomeres  contain  
G‐overhangs.  
 
From  this data and  I conclude  that  the  remaining half of  telomeres have an end structure 
which is above the detection limit of the hairpin ligation assay and below the detection limit of 
the dUTP‐PENT assay  (Figure 56). This  leads to  the hypothesis  that another nuclease performs 
the  initial resection of  the blunt‐end, which  is then  further processed by EXO1. One candidate 
which could be responsible for the resection of the C‐strand in the absence of EXO1, is MRE11, 
which  is  also  present  at  telomeres  in many  organisms  and  causes  resection  of  the  C‐strand 
(Larrivée et al., 2004; Verdun and Karlseder, 2006; Chai et al., 2006b; Deng et al., 2009). Studies 
in yeast have shown that Mre11  is mostly present at the  leading strand (Faure et al., 2010).  In 
fact, Cdc13 and Est1/Est2 are present at both daughter telomeres, but they are recruited to the 
leading strand telomere through interaction with Mre11 (Faure et al., 2010) which indicates that 
in budding yeast,  the  leading strand  telomere  is processed by a different mechanism  than  the 
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lagging strand  telomere. Therefore,  it would be  interesting  to examine  the effect of Exo1 and 
Mre11  depletion  in  a  ku  mutant  background.  If  those  two  nucleases  were  the  only  ones 
attacking the blunt end in the absence of Ku I would expect the blunt‐end to remain stable in the 
ku exo1 mre11 mutant.  
 
 
Figure 56: Model for molecular events taking place at the blunt‐end after exo1 ku tert depletion 
In the absence of KU together with telomerase activity and EXO1 one would expect the blunt‐end to remain blunt if 
EXO1 was the only nuclease responsible for resection at the blunt‐end. However, no blunt‐ends are observed  in the 
exo1 ku tert mutants. As the  level of telomeres with detectable G‐overhangs of at  least two telomeric repeats does 
not rise in correlation with the loss of the blunt‐end it is likely that another yet unknown nuclease performs the initial 
resection step in the absence of EXO1.  
 
Another  candidate  is Apollo as  there are  indications  from mammalian  studies,  that Apollo 
performs  the  initial  resection  steps  after  replication  (Lam  et  al.,  2010;  Wu  et  al.,  2010). 
Therefore, it would be interesting to examine the effect of a deletion of Apollo in the quadruple 
mutant  background.  In  a model  where  Apollo  was  the  only  nuclease  performing  the  initial 
resection at the blunt‐end, I would expect the blunt‐end to remain intact in a quintuple mutant 
of, TERT, KU, EXO1A, EXO1B, and APOLLO. This blunt‐end could  then activate DNA DSB  repair 
factors to act at the telomere as it would be depleted of its protective cap, the Ku heterodimer. 
Moreover,  it  could  not  be  transformed  into  a  G‐overhang  containing  telomere  due  to  the 
absence of nuclease resection or telomerase elongation. In that case, the unprotected blunt‐end 
would  be  recognized  as  a  DSB  and would  be  repaired  resulting  in  chromosome  end‐to‐end 
fusions.  These  fusions  could  easily  be  detected  with  PCR  based  methods  using  unique 
subtelomeric primers, where a PCR product can only be observed in the case of a chromosome 
end‐to‐end  fusion.  Another  way  to  examine  end  fusions  would  be  to  cytologically  look  for 
anaphase bridges, which are a strong indicator of end‐to‐end fusions.  
 
If STN1  is  involved  in C‐strand  fill‐in of  the  lagging  strand G‐overhang containing  telomere 
and Ku protects the  leading strand blunt‐end a deletion of both would be expected to be fatal 
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for  the plant.  In  line with  this prediction, data  from our  lab show  that stn1 ku double mutant 
crosses  are  viable,  even  though  they  have  severe  telomeric  phenotypes  (Elisa  Derboven, 
unpublished data). The double mutants display up to 25 % of end‐to‐end fusions, telomeres are 
elongated compared  to wild  type but  the size distribution becomes more heterogeneous, and  
G‐overhang length increases (Elisa Derboven, unpublished data). As in the ku tert mutants, stn1 
ku mutants do not have blunt‐ends; however the rate of telomeres with G‐overhangs remains at 
50 % as  in wild type. This  is unexpected as  in the absence of Ku the blunt‐end  is vulnerable to 
exonuclease attack which would generate G‐overhangs at all ends. As 25 % end‐to‐end fusions 
are observed in the double mutants it could be that the telomeres are not perfectly replicated, 
due  to  the absence of STN1  (Elisa Derboven, unpublished data), and  those  fusions could have 
had  G‐overhangs  but  unfortunately  end  fused  chromosomes  cannot  be  detected  by  the  
dUTP‐PENT as this assay requires a G‐overhang.  
 
In  addition  to  the  activity  of  exonucleases  acting  on  the  telomere  in  the  absence  of  Ku 
(Rössler, 2008), C‐strand fill‐in synthesis  is  likely  impaired  in the absence of STN1 ( Song et al., 
2008;  Surovtseva  et  al.,  2009,  Elisa  Derboven  unpublished)  which  would  lead  to  shorter 
telomeres in general and thus would explain the heterogenetic distribution of telomere length. I 
assume  that  some  blunt‐ended  telomeres  that  are  resected  by  exonucleases  could  still  form  
t‐loops (Figure 57). As it has been shown in other organisms the double strand binding proteins 
TRF1 and TRF2 are  important  for  t‐loop  formation  (Griffith et al., 1999), and  those, yet  to be 
discovered proteins in Arabidopsis, are still present in the stn1 ku mutant background to support 
t‐loop  formation. As  the  stn1 ku double mutants are only viable  for  the  first  two generations 
(Elisa Derboven,  unpublished  data),  this  implies  a model where  both  proteins  are  extremely 
important  for a properly capped chromosome: Ku  for protection of  the blunt‐ended  telomere 
and STN1 for maintaining proper replication of the telomere including sufficient C‐strand fill‐in.  
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Figure 57: Model for molecular events taking place at the blunt‐end after stn1 ku depletion 
In  the absence of STN1 and Ku  together  telomeres  can be  resected by EXO1 and  the  resulting G‐overhang  can be 
elongated  by  telomerase,  potentially  leading  to  the  formation  of  a  t‐loop. As  telomere  length  distribution  is  very 
heterogeneous shorter telomeres can be involved in end‐to‐end fusions.  
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5 CONCLUSION 
In  this work  I  showed  that  the  G‐overhang  is  not  essential  for  the  formation  of  a  fully 
functional telomere. Also a blunt‐end or a very short 3’ overhang can be fully protected so that it 
is not  recognized as a DNA DSB.  I demonstrated  that  the blunt‐ended  telomere preferentially 
ends  in  the TTTAGGG‐3’ permutation  in Arabidopsis and  that  it  is protected by  the DSB repair 
protein Ku.  In  the absence of Ku  the blunt‐end  is converted  into a G‐overhang containing end 
which  can  be  protected  by G‐overhang  specific  protection mechanisms,  such  as  ss  telomere 
binding proteins and t‐loop formation. I also verified that protein expression levels of Ku directly 
influence  telomere  length  in Arabidopsis. Higher  abundance  of  Ku  prevents  telomerase  from 
elongating  telomeres  and  thus  telomeres  in  a  Ku  overexpression  setting  are maintained  at  a 
shorter  average  length.  From  this  data  I  propose  a  model  where  Ku  heterodimers,  if 
overexpressed, can heavily occupy not only  the blunt‐end but also  the G‐overhang containing 
end and thus inhibit access of telomerase to the G‐overhang containing telomere. I hypothesize 
that  the G‐overhang  containing  telomeres  in Arabidopsis  are  replicated by  the  lagging  strand 
machinery and  the blunt‐ended  telomeres are  replicated by  the  leading  strand machinery. As 
telomerase  requires  a  G‐overhang  to  extend  telomeres  this  implies  that  only  the  telomere 
replicated by  the  lagging  strand machinery  is  elongated.  I  could only detect  the blunt‐end  in 
angiosperm plants and not in any other organisms. Assuming that the blunt‐end is generated by 
the leading strand machinery I suggest that initially a blunt‐end is generated in all organisms, but 
in others than angiosperm plants,  it  is rapidly processed  into a G‐overhang containing end. An 
explanation  therefore  could  be  that  Ku  in  other  organisms  could  be  less  abundant  or  less 
telomere binding proteins are present in other organisms allowing Ku to slide inwards along the 
telomere. The molecular steps that  lead to the generation of a G‐overhang at the  leading end 
are  yet  unknown.  Therefore,  Arabidopsis  could  serve  as  a model  organism  to  study,  in  the 
absence of  Ku,  the  events of G‐overhang  generation  at  the blunt‐end  and  thus  to  reveal  yet 
unknown processes that play a role in C‐strand resection at the blunt‐ended telomere.  
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6 MATERIALS and METHODS 
6.1 Plant protocols 
 
6.1.1 Alleles 
The alleles that were analyzed in this study are shown in Table 2. 
 
Table 2: List of analyzed alleles 
 
6.1.2 Growth conditions  
Plants were  grown  at 22  °C, with 16 hrs  light on  soil  (ED 63) mixed 3:1 with  vermiculite. 
Plants  were  grown  four  to  six  weeks  and  then  harvested  for  DNA  extraction.  Wild  type 
Arabidopsis suspension culture was cultivated as described  in (Zellinger et al., 2007). The moss 
Physcomitrella patens was grown in constant light on solid KNOP medium. 
 
6.1.3 Seed sterilization 
Seeds were washed several seconds with 1 mL of 70 % ethanol and then sterilized with 1 mL 
of  freshly made 50 % bleaching  solution  (Clorox bleach ~ 6%  sodium hypochloride; DanKlorix) 
containing  a  few drops of  Triton X‐100 by  rotation  for 7 min.  for  seeds plated on 0.5x basal 
medium  (BM)  plates,  the  seeds were washed  five  times with  sterile water  in  a  laminar  flow 
hood. 
 
6.1.4 Growth of Arabidopsis on plates 
Sterilized  seeds  were  sown  on  0.5  BM  plates  (2.21g/l MS  complete  salts  incl.  vitamins, 
M0222.0050 Duchefa; 10 g/l sugar, 0.5 g/l MES, M1503.0100 Duchefa; 8 g/l agar, pH 5.7), stored 
at +4 °C for two days to synchronize germination, and then grown at 25 °C in constant light. 
 
6.1.5 Transformation of plants with Agrobacterium tumefaciens 
An Agrobacterium  tumefaciens  CFU  (strain GV3103)  containing  the  insert  of  interest was 
inoculated  in  3 ml  LB medium  (10  g  peptone,  5  g  yeast  extract,  25  g  NaCl  or  commercially 
available  Bertoni  mix  [10  g  tryptone,  5  g  yeast  extract,  10  g  NaCl])  containing  
Allele  Ecotype  AGI code Insertion line Reference 
ku70‐1   Wassilewskija  AT1G16970 n.a (Riha et al., 2002) 
ku80‐1  Wassilewskija  AT1G48050 JF46‐4 (Friesner and Britt, 2003) 
tert  Columbia 0  AT5G16850 n.a (Fitzgerald et al., 1999) 
exo1a‐2  Columbia 0  AT1G18090 GABI_146B05 n.a.
exo1b‐1  Columbia 0  AT1G29630 SALK_062208 n.a.
stn1‐1  Columbia 0  AT1G07130 SALK_023505 (Song et al., 2008) 
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50 mg/l gentamycin and 50 mg/l kanamycin at 28 °C overnight. Alternatively 50 ml LB containing 
50 mg/l gentamycin and 50 mg/l kanamycin were  inoculated for 3 days. 1ml of the  inoculated 
Agrobacterium tumefaciens culture was added to 400 ml LB medium containing gentamycin and 
kanamycin  and  the  culture was  incubated  at  28°C  overnight  for  a  higher  yield.Cultures were 
centrifuged  at  1500  xg  for  10 min  and  the  pellet  was  resuspended  in  300 ml  5  %  sucrose 
containing 200 µl/l SilwetL 77 (Lehle seeds). For agrobacterium infection, the plants were dipped 
twice in this solution for 30 sec and then grown under normal conditions. 
 
6.1.6 Basta selection 
Basta®  selection  of  seedling  on Grodan® was  performed  according  to  (Hadi  et  al.,  2002). 
Grodan  was  autoclaved  at  125  °C  for  15 min  and  soaked  in  Basta  solution  (10 ml/L  Basta 
[glufosinat  ammonium;  Bayer],  2.2  g/l  MS  plus  vitamins  [Duchefa],  150  mg/l  tricarcillin 
[Duchefa]). Seeds were spread on the soaked Grodan and Basta resistant seedlings, those that 
developed true leaves, were transferred to soil.  
 
For  Basta  selection  of  seedlings  on  plates  Basta  (10  mg/l  phosphinotricine,  
250 mg/l amoxyciline) containing 0.5x BM plates were used. Seeds were sterilized, as described 
in section 6.1.3 and grown as described in 6.1.4. 
 
6.1.7 Bleocin treatment 
0.5x BM plates were supplemented with 25, 50, 75, and 100 ng/ml bleocin (Calbiochem). The 
effect of  the DNA DSB  inducing agent was examined by  counting  true  leaves and  judging  the 
colour of the leaves every second day. After 11 days pictures of the seedlings were taken to also 
determine the effect on overall growth and root length.  
 
6.2 DNA protocols 
 
6.2.1 PCR grade DNA extraction 
1‐2 leaves of Arabidopsis were ground with a disposable blue pestle in microcentrifuge tubes 
containing  200 µl DNA  extraction buffer  (200 mM  Tris‐HCl  [pH  8.0],  250mM NaCl,  0.5%  SDS,  
25 mM EDTA [pH 8.0]). Another 200 µl buffer were added and the samples were spun at 16.100 
xg for 5 min. The DNA in the supernatant was precipitated with an equal volume of isopropanol 
and centrifuged at 16.100 xg for 5 min. The pellet was washed with 800 µl ice cold 70 % ethanol, 
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dried for 10 min in a 37 °C thermo block and resuspended in 50 µl dH20 or TE. 1‐2 µl were used 
per PCR reaction; the rest of the DNA was stored at ‐20°C.  
 
6.2.2 High throughput PCR grade DNA extraction 
DNA extractions for more than 30 samples were done with this method. Instead of grinding 
the  leaves with a disposable blue pestle, one metal bead per sample was added  to  the  leaves 
and 400 µl DNA extraction buffer in microtiter tubes. Leaves were disrupted with two runs with 
the Schwingmühle Retsch® MM400 at 30 Hz  for 4 min. The  tubes were  inverted between  the 
two runs  in order to treat all samples equally. The samples were centrifuged at 1500 xg for 30 
min and the DNA in the supernatant was precipitated with an equal volume of isopropanol and 
centrifugation at 1500 xg for 30 min. The pellet was washed with 500 µl ice cold 70 % ethanol, 
dried at 37°C  for at  least 1 hr and resuspended  in 50 µl dH20 or TE. 1‐2 µl were used per PCR 
reaction; the rest of the DNA was stored at ‐20°C.  
 
6.2.3 Ren’s DNA extraction 
Three whole plants were ground  in  liquid nitrogen. The powder was transferred to 30ml of 
precooled DNA extraction buffer (63.77 g/l sorbitol, 100 mM Tris‐HCl [pH 7.5], 5 mM EDTA [pH 
8.0]). Nuclei were  pelleted  by  centrifugation  (3500  rpm  for  10 min  at  4  °C).  The  pellet was 
resuspended  in 1.25 ml DNA extraction buffer and 1.75 mL nuclei  lysis buffer (200mM Tris‐HCl 
[pH 8.0], 50mM EDTA [pH 8.0], 2 M NaCl, 2 % w/v CTAB [hexacetyltrimethylammonium bromide, 
Fulka]) and 0.7 % sarcosyl in the presence of 82 µg/ml RNaseA [Sigma]. Samples were mixed and 
incubated  at  65  oC  for  25  min.  DNA  was  extracted  with  an  equal  volume  of 
chlorophorm:isoamylalcohol  (24:1),  centrifuged at 3500  rpm  for 10 min and precipitated with 
0.8x  isopropanol.  Additionally,  DNA was  extracted  two  times with with  an  equal  volume  of 
phenol:chloroform:isoamylalcohol (50:49:1; AppliChem) by centrifugation at 16.100 xg for 5 min. 
Finally, DNA was precipitated with 0.8x  isopropanol,  and 10 %  3M NaAc by  centrifugation  at 
16.100 xg for 10 min, washed with 70 % ethanol, dissolved in 100 µL TE and stored at ‐20 °C.  
 
6.2.4 CTAB DNA extraction 
1 whole plant or 1‐2  inflorescences were harvested and ground  in  liquid nitrogen. 4 mL of 
CTAB  DNA  extraction  buffer  (2 % w/v  CTAB  [hexadecyltrimethylammonium  bromide,  Fulka],  
1.4  M  NaCl,  100  mM  Tris‐HCl  [pH  8.0],  20mM  EDTA  [pH  8.0])  per  plant  or  400  µL  per  
1‐2 inflorescences was added and the samples were incubated at 65 °C for 30 min to 1 hr. DNA 
was  extracted  with  an  equal  volume  of  phenol:chlorophorm:isoamylalcohol  (50:49:1)  by 
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centrifugation  at  16.100  xg  for  5 min.  Then DNA was precipitated with  0.8x  isopropanol  and 
centrifugation  for  10  –  30  min  at  16.100  xg.  The  pellet  was  washed  with  800  µl  ice  cold  
70  %  ethanol  and  reuspended  in  200  µl  TE  for  whole  plant  extractions  and  30  µl  TE  for 
inflorescences. 10‐20 mg/ml RNase A was added during the resuspension step.  
 
6.2.5 Physcomitrella cultivation and DNA extraction 
Moss was grown on solid Knop media (250 mg/l potassium phosphate, 250 mg/l potassium 
chloride, 250 mg/l magnesiumsulfate heptahydrate, 1 g/l calcium nitrate, 12.5 mg/l iron sulfate 
heptahydrate, 1.2 % agar; pH 5.8) and DNA from Physcomitrella patens was extracted according 
to (Reski and Schlink, 2002). 
 
6.2.6 Zea mays DNA extraction 
DNA  from  the maize strain B73 was extracted with  the Plant DNAzol® Reagent  (GibcoBRL) 
according  to  the  manufacturer’s  instructions.  5  g  of  plant  material  were  used  per  DNA 
extraction.  After  DNA  precipitation  the  DNA  was  recovered  with  a  glass  rod  instead  of 
centrifugation.  In  addition  to  the  manufacturer’s  protocol,  two 
phenol:chloroform:isoamylalcohol (50:49:1) extractions were performed. The DNA was dissolved 
in 100 µl TE and stored at ‐20 °C. 
 
6.2.7 S. pombe DNA extraction 
The S. pombe strain P136 (h+/h‐ leu1‐32/.leu+ ura4‐27/ura+ ade6‐704/ade+) was cultivated 
and DNA was extracted according to (Hoffman and Winston, 1987). 
 
6.2.8 S. cerevisiae DNA extraction 
DNA  from  S.cervisiae  cells was  extracted  by  Barbara  Zellinger.  Overnight  cultures  of  the 
strain Y187 were grown to an OD660 of 0.7 and centrifuged at 3500 rpm for 5 min at 4 °C. The 
pellet  was  washed  with  dH20  and  resuspended  in  200  µl  lysis  buffer  (2  %  Triton®  X‐100,  
1 % Sodium dodecyl sulfate, 100 mM NaCl, 10 mM Tris‐HCl [pH 8.0], 1 mM EDTA [pH 8.0]). Acid 
washed glass beads and an equal volume of phenol:chlorophorm:isoamylalcohol (25:24:1) were 
added  and  the  solution  was  vortexed  for  60  min  on  Vibrax  (IKA)  prior  to  DNA  extraction.  
200 µl TE were added to the extracted DNA and the DNA was spun at 16.100 gx at 4 °C for 5 min. 
The  aqueous  phase  was  recovered  and  extracted  again  with  an  equal  volume  of 
chloroform:isoamylalcohol  (24:1),  followed  by  ethanol  precipitation.  DNA  was  dissolved  in  
400 µl TE,  treated with 75 µg/ml RNaseA at 37  °C  for 30 min, again ethanol precipitated, and 
dissolved in 50 µl TE.  
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6.2.9 HeLa DNA extraction 
DNA from HeLa cells was extracted by Martina Tröstl. This extraction method was adapted 
from the protocol “Section of cancer Genomics” described by Genetics Branch, National Institute 
of Health. Media was removed from the adherent cells and after a 1x PBS wash the cells were 
removed with a scraper. Cells were pelleted by centrifugation at 3000 rpm for 5 min at RT and 
washed twice with 1x PBS. The cell pellet was dissolved  in 1 ml DNA buffer (100 mmol/l NaCl,  
10 mmol/l Tris‐HCl [pH 8.0], 1 mmol EDTA [pH 8.0], 0.5 % SDS), proteinase K was added to a final 
concentration  of  0.1 mg/ml,  and  it was  incubated  at  50  °C with  550  rpm  shaking  overnight, 
followed by extraction with an equal volume of phenol:chloroform:isoamylalcohol (50:49:1). The 
extracted DNA was treated with RNase A [0.1 mg/ml final concentration] for 1 hr at 37 °C and 
again with an equal volume of phenol:chloroform:isoamylalcohol (50:49:1) extracted. Then the 
DNA was precipitated with ethanol and resuspended in TE. 
 
6.2.10 Genotyping PCR 
DNA was extracted according to the DNA extraction PCR grade and 1 – 2 µl were used for the 
PCR  reaction.  The  PCR  mastermix  contained  1x  GoTaq  buffer  (Promega),  0.5mM  dNTPs,  
1.25µM  primers  and  2.5  units  GoTaq  (Promega).  If  possible  all  three  primers  necessary  for 
genotyping  for  the wild  type  and mutant  allele were  combined  together  in  a  total  reaction 
volume of 20 µl. The PCR conditions were as follows: 95 °C for 2 min; 35  ‐ 40 cycles: 95 °C for  
30 sec, 55 ‐ 60 °C for 30 sec, 72 °C for 30 – 120 sec; and 72 °C for 5 min final extension. The exact 
PCR conditions and primer combinations which were used for the various genotypes are shown 
in Table 3. 
 
Table 3: List of primer combinations for genotyping and PCR conditions 
Mutation  Wild type allele   Mutant allele Annealing 
temp. [°C] 
Extension 
time [sec] 
ku70‐1  Ku‐2 + Ku‐11  
[939 bp] 
Ku‐11 + LB‐CD6
[639 bp] 
60 60 
ku70‐1  Ku70‐2_s + Ku70‐2_r 
[750bp] 
Ku70‐2_s + Lbcd‐6
[~500 bp] 
56 45 
ku80‐1  Ku80‐20 + Ku80‐21 
[630bp] 
Ku80‐20 + GUS1
[1150bp] 
55 75 
ku80‐1  Ku80‐21 + Ku80‐33 
[~700bp] 
Ku80‐21 + Lbcd7
[~400bp] 
55 45 
ku80‐1  Ku80‐32 + Ku80‐33 
[890 bp] 
Ku80‐32 + GUS1
[1300bp] 
55 85 
Ku80‐1 Ws 
promoter 
Ku80 Ws pro1 + Ku80‐20 
[1000bp] 
Ku80 Ws pro1 + Lbcd7 
[845bp] 
55 60 
tert  TERT‐6 + TERT‐7  
[457 bp] 
TERT‐6 + LB‐CD6 
[729 bp] 
60 45 
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Mutation  Wild type allele   Mutant allele Annealing 
temp. [°C] 
Extension 
time [sec] 
exo1A  ExoA‐1 + ExoA‐2 
[657bp] 
ExoA‐2 + GABI‐1 
[1053 bp] 
55 60 
exo1B  ExoB‐1 + ExoB‐2 
[616bp] 
ExoB‐1 + Lbd‐1 
[~500bp] 
55 35 
stn1‐1  Stn1‐1 + Stn 1‐2  
[477bp] 
Stn 1‐1 + LBc‐1 
[~400 bp] 
55 75 
Ku70 OEX  Ku28Bam + Ku29Hind
[~2000bp] 
n.a. 60 120 
Ku70 OEX  Tnos3 + Ku34 
[~900bp] 
n.a. 55 90 
Ku80 OEX  Ku80_24 + Ku80_25
[~2000bp] 
n.a. 65 120 
MYC tag  MYC.R + Ku80‐31 
[939bp] 
n.a. 55 60 
 
Table 4 shows the sequence of the primers used for genotyping.  
 
Table 4: List of primers for genotyping 
Genotyping primer  Sequence [5’‐3’]
Ku2  ACTCAGACAAAGCCGTGATGGTT
Ku11  ACTTGGGATAGCTCTTCCACAGTA
LB‐CD6  GAACATCGGTCTCAATGCAA
Ku70‐2_s TACTACACTCAGACAAAGCC
Ku70‐2_r GACAGCCAAGAAGAGATTCA
Ku80‐20 CAACAATTCCAACTTCATCATACTT
Ku80‐21 TCTTCCAGCACAACTCCTCA
GUS‐1  TCCCACCAACGCTGATCAAT
Ku80‐33 CAAGCCGATAATACTCCAAG
Lbcd7  CATTTTATAATAACGCTGCGGACATCTAC
Ku80 WS pro1  CAATTTTTTAGTCCCTAAAGTCTAAAC
Tert‐6  CTAGGACATATCCATCAAGGGCT
Tert‐7  GAAAGGAAGCTGTATTGCACGAA
ExoA‐1  CATTCCCGTCCTTCAGATTCGTA
ExoA‐2  GGACCTCCATCAAAGACCATGAT
GABI‐1  GATGTTAGGCCAGGACTTTGAA
ExoB‐1  GCTCATGCATTCATCTCCAAGTA
ExoB‐2  CCTTCAGCAATTGCAACAGCAA
LBd‐1  GAACCACCATCAAACAGGATTT
Stn1‐1  ATGGATCGATCCCTCCAAAG
Stn1‐2  TTGAATACGAACACGATAACAAC
LBc‐1  TGGACCGCTTGCTGCAACTCT
Ku28Bam GGATCCATGGAATTGGACCCAGATGATGT
Ku29Hind AAGCTTTTCAATAAAACTAAAACGT
Ku80_24 GGATTCATGGCACGAAATCGGGAG
Ku80_25 GAGCTCTTAGCTCTCGAGCATTGAC
Ku34  ATAGGGAGCACTCGTGCATTCAT
Tnos3  TAATCATCGCAAGACCGGCAACA
MYC.R  TTGCCAAATGTTTGAACGAT
Ku80‐31 CAAATCCGAAGCAGCGGAC
Ku80‐32 CCCAATGGGCCTATCTCAT
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6.2.11 Native agarose gel electrophoresis 
DNA  samples were mixed  5:1 with  6x  loading dye  (60 %  glycerol  [VWR],  10 mM  Tris‐HCl  
[pH 7.6], 0.03 % bromphenol blue  [Sigma], 60 mM EDTA  [pH 8.0]) and  then size separated on  
0.8 – 1.5 % agarose gels in 1x TAE buffer (40 mM TrisAc, 20 mM EDTA pH 8.0). Gels were either 
supplemented with 0.01 % ethidium bromide (AppliChem) or post‐stained by shaking the gel in 
1x TAE with ethidium bromide for 20 min. The ethidium bromide stained DNA was visualized by 
UV with the GeldocTM (BioRad).  
 
6.2.12 Denaturing alkaline gel electrophoresis 
DNA samples were mixed 5:1 with 6x  loading dye  (60 % glycerol, 10 mM Tris‐HCl [pH 7.6], 
0.03 % bromphenol blue, 60 mM EDTA  [pH 8.0]) and  then denatured and size separated on a  
0.8 % denaturing alkaline gel (0.8 % agarose, 50 mM NaOH, 1 mM EDTA [pH 8.0]), in 1x running 
buffer (50 mM NaOH, 1 mM EDTA [pH 8.0]) at 2 V/cm for 16 ‐ 18 hrs.  
 
6.2.13 Southern blot 
Denaturing alkaline gels were washed for 7 min  in 0.25M HCl. Agarose gels and denaturing 
alkaline gels were soaked for 30 min in denaturation buffer (1.5 M NaCl, 0.5 M NaOH) followed 
by 30 min washing with neutralization buffer (1.5 M NaCl, 0.5 M Tris.Cl, pH 7.0). The gels were 
then  transferred  onto  a  stack  of  blotting  paper,  one  layer  of Whatman  paper,  neutral  nylon 
membrane  (Hybond  NX,  GE  Healthcare).  Another  layer  of  Whatman  paper  and  a  sponge 
saturated with 10x SSC (87.65 g/l NaCl, 44.1 g/l sodium citrate) was put on top of the stack and 
transfer of the DNA onto the membrane was allowed at least for 2 hrs but generally overnight. 
DNA was cross‐linked with 1200 µJ to the membrane with UV Stratalinker 2400 (Stratagene). 
 
6.2.14 Double stranded 5’ Klenow labeled radioactive probes 
25 to 50 ng of dsDNA (e.g.: from a PCR product or plasmid) was mixed with 0.3 µM of specific 
oligonucleotides and boiled  for 5’ at 99°C. The  sample was  cooled on  ice  for 5 min and  then 
mixed with 1x OLB  (250 mM Tris‐HCl pH [8.0], 25 mM MgCl2, 5 mM β‐mercaptoethanol, 2 mM 
each  dCTP,  dGTP  and  dTTP,  1 M  HEPES  [adjusted  to  pH  6.6  with  NaOH],  1 mg/ml  random 
oligonucleotides  [hexamers]),  1.85  MBq  of  32P  α  ATP  (3000  Ci/mmol),  and  5  units  Klenow 
fragment  (Fermentas).  The mixture was  incubated  for 1 hr  at  37  °C  and  then  the probe was 
purified with a Nucleotide Removal Kit (QUIAGEN) according to the manufacturer’s instructions 
and eluted  twice  in 100 µl elution buffer. The purified probe was boiled at 99  °C  for 5 min  to 
denature it and then added to the pre‐hybridized nylon membrane. 
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6.2.15 Single stranded 5’ PNK labeled radioactive probes 
0.5µM  of  primer  was  incubated  with  10  units  of  PNK  (Fermentas)  ,  1x  PNK  buffer  A  
(500 mM Tris‐HCl [pH 7.6], 100 mM MgCl2, 50 mM DTT, 1 mM spermidine), and 1.85 MBq of  32P 
ɣ ATP (6000 Ci/mmol) for 20 min at 37 °C. The probe was purified with a Nucleotide Removal Kit 
(QUIAGEN)  according  to  the manufacturer’s  instructions  and  eluted  twice  in  100  µl  elution 
buffer. The purified probe was directly added to the pre‐hybridized nylon membrane. 
 
Table 5: List of ssDNA probes used for hybridization. 
Probes [5’‐3’]  Organism
(TTTAGGG)4  Arabidopsis thaliana
Silene latifolia 
Zea mays 
Physcomitrella patens 
CCCACCACACACACCCACACCC S.cerevisiae
GGGTTACA(GGTTACA)2 S.pombe
(TTAGGG)4TTAG  HeLa cell culture
 
6.2.16 Hybridization 
Nylon membranes with  cross‐linked  DNA were  pre‐hybridized  in  glass  tubes  for  at  least  
20 min  to  1  hr  by  adding  20 ml  hybridization  buffer  (7%  SDS,  0.25 M  Na‐phosphate  buffer  
[pH 7.2]. Hybridization was performed at 55 °C for PNK  labeled ssDNA probes, and at 65 °C for 
Klenow labeled dsDNA probes. After pre‐hybridization, the purified, and if applicable denatured, 
probe  was  added  and  hybridized  overnight.  Membranes  were  washed  twice  with  2x  SSC,  
0.1%  SDS  for  10 min  and  once with  0.2x  SSC,  0.1%  SDS  for  40 min. Membranes were  then 
wrapped  in Saran wrap and exposed to a phosopho‐screen (GE Healthcare or Amersham). The 
phosphor‐screens were  scanned with Molecular  Imager FX or Pharo Plus FX  (BioRad) and  the 
signal intensity was quantified with Quantity One (BioRad).  
 
6.2.17 Stripping a membrane 
If it was necessary to reprobe a membrane with a different probe it was stripped beforehand 
by  incubation with 0.4 M NaOH at 42oC for 30 min. the membrane was then rinsed twice with 
200 mM Tris‐HCl (pH 7.0), 0.1x SSC, 0.1 % SDS for 20 min at room temperature. 
 
6.2.18 Denaturing PAGE 
The  reagents  for  a  denaturing  polyacrylamide  gel  (15  %  acrylamide:bisacrylamid  19:1,  
1x  TBE,  7M  urea) were  heated  to  55  °C  until  the  urea  dissolved  and  cooled  again  to  room 
temperature. To a 50 ml solution 62 μl of 10 % ammonium persulfate  (APS) and 40 μl TEMED 
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(N,N,N’,N’  Tetramethylethylenediamine) were  added,  the  gel was poured  and polymerized  at 
room temperature. The gel was pre‐run  in 1x TBE (89 mM Tris, 89 mM boric acid, 2 mM EDTA 
[pH  8.0])  at  12 mA  for  45 min  before  loading  samples.  Prior  to  loading,  the  samples  were 
supplemented  with  an  equal  volume  of  2x  formamide  loading  buffer  (80  %  formamide,  
10 mM  EDTA  [pH  8.0],  1 mg/ml  xylen  cyanol,  1 mg/ml  bromphenol  blue)  and  denatured  by 
boiling for 5 min at 96 °C. The gel was run at 12 ‐ 14 mA for 1.5 to 2 hrs. Afterwards the gel was 
blotted  onto  a  positively  charged membrane  (Hybond  XL,  Amersham)  in  a  semi‐dry  blotter 
(BioRad) for 1 hr at 10 V. The membrane was exposed to a phosphor‐screen, which was later on 
scanned with the Molecular Imager FX (BioRad). 
 
6.3 Telomere assays 
 
6.3.1 Terminal restriction fragment analysis (TRF) 
In order  to  release  the  terminal  restriction  fragments  (TRF)  from genomic DNA, 500 ng of 
genomic DNA was digested with 20 units of Tru1I (Fermetas), in supplied 1x buffer R, in a total 
reaction volume of 100 µl at 65 °C overnight. The reaction was overlaid with 65 µl mineral oil 
(Sigma)  to  prevent  evaporation.  The  DNA  was  then  precipitated  with  10  %  3M  NaAc  and  
0.8x  isopropanol at  ‐20 °C  for 30 min,  followed by centrifugation at 16.100 xg  for 10 min. The 
pellet was washed with 800 µl ice cold 70 % ethanol and resuspended in 20 µl TE. The samples 
were analyzed on 0.8 to 1 % agarose gels, post stained with ethidium bromide, Southern blotted, 
and hybridized with a (TTTAGGG)4 probe as described  in the sections6.2.11, 6.2.13, 6.2.15, and 
6.2.16.  
 
6.3.2 dUTP‐Primer Extension/Nick Translation (dUTP‐PENT) 
1 µg of genomic DNA, 0.1 µM  (CCCTAAA)2 primer, dNTP mix (750 µM dATP, 750 µM dCTP, 
600 µM dTTP, 150 µM dUTP), 20 units of DNA Polymerase I (Promega) and 1x DNA Polymerase I 
buffer (50 mM Tris‐HCl [pH 7.2], 10 mM MgSO4 and 0.1 mM DTT) were  incubated overnight at 
room temperature to allow primer extension and C‐strand degradation to occur. Samples were 
precipitated with ethanol, dissolved  in 40 µl dH20, and split  in half  for a 6 hr restriction digest 
with  20  units  AluI  and  the  supplied  1x  Tango  buffer  (33  mM  Tris‐Ac  [pH  7.9  at  37°C],  
10 mM MgAc, 66 mM KAc and 0.1 mg/ml BSA). During the last two hours of the AluI restriction 
digest,  10  units  of  Uracil  DNA  Glycosylase  (UDG,  New  England  Biolabs)  and  1x  UDG  buffer  
(20 mM Tris‐HCl, 1 mM Dithiothreitol, 1 mM EDTA [pH 8.0] were added to the +UDG samples. 
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Samples  were  size  separated  on  a  0.8  %  denaturing  alkaline  gel,  Southern  blotted,  and 
hybridized as described in sections 6.2.12, 6.2.13, 6.2.15, and 6.2.16. 
 
The  following  controls were  conducted  by  Barbara  Zellinger.  For  the  T7  gene  6  control, 
genomic DNA was pretreated with 3 units T7 exonuclease (New England Biolabs) in 1x NEBuffer 
4 (20 mM Tris‐Ac, 50 mM NaAc, 10 mM MgAc, 1 mM dithiothreitol, pH 7.9) for 5 min at 37 °C. 
The reaction was stopped by addition of 100 mM EDTA (pH 8.0), prior to performing the dUTP‐
PENT  assay.  Similarly,  for  generating  G‐overhangs  on  all  chromosome  ends,  the  DNA  was 
pretreated with 100 units E.coli Exonuclease  I (Fermentas), 1x ExoI buffer (67 mM glycine‐KOH 
[pH 9.5], 6.7 mM MgCl2, 1 mM DTT)  for 24 hrs at 37  °C, ethanol precipitated and dissolved  in  
20 µl dH20 prior to the dUTP‐PENT assay.  
 
6.3.3 Hairpin ligation assay 
1 µg of genomic DNA was used per  reaction.  Ligation of  the hairpin  to  the  telomere was 
performed  by  adding  10  units  of  T4  DNA  ligase  (Fermentas),  1x  T4  DNA  ligase  buffer  
(400 mM Tris‐HCl, 100 mM MgCl2, 100 mM DTT, 5 mM ATP [pH 7.8]) and 1.28 µM hairpin to the 
1 µg of genomic DNA and ligated overnight at 16°C. After 20 min heat inactivation at 65 °C, the 
+hairpin sample was split  in half, and all reactions were digested with 20 units AluI  in 1xTango 
buffer  (33 mM  Tris‐Ac  [pH 7.9  at 37°C], 10 mM MgAc, 66 mM KAc  and 0.1 mg/ml BSA).One 
sample  was  additionally  digested  with  20  units  BamHI.  Samples  were  size  separated  on  a  
0.8 % denaturing alkaline gel, Southern blotted, and hybridized as described  in sections 6.2.12, 
6.2.13, 6.2.15, and 6.2.16. 
 
For  assessing  the  efficiency  of  hairpin  ligation,  2  ng  of  EcoRV  linearized  plasmid 
pCR2.1cycB12 (4.5 kb) was mixed with 1 μg of Arabidopsis genomic DNA. After hairpin ligation, 
the  reaction was  split  in  two.  One  half  of  the  reaction was  digested with  AluI,  analyzed  as 
described above and hybridized with a  (TTTAGGG)4 probe. The other half of  the  reaction was 
digested with XbaI  to  remove  any hairpin  ligated  to one end of  the plasmid  and  analyzed  as 
usual by denaturing alkaline gel, Southern blotting was performed as normal and hybridization 
was with the plasmid specific 5’ Klenow labeled dsDNA probe which was amplified by Kan‐F‐ZraI 
and Kan‐R‐AflII primers (see Table 6). 
 
The  following  controls  were  conducted  by  Barbara  Zellinger.  For  the  T7  gene  6  control 
genomic DNA was pretreated with 3 units T7 exonuclease  (New England Biolabs)  for 5 min at  
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37 °C. The reaction was stopped by addition of 66 mM EDTA [pH 8.0], prior to performing the 
hairpin ligation assay.  
 
6.3.4 Hairpin ligation controls with artificial constructs 
 
6.3.4.1 Hairpin ligation to artificial G‐overhang and artificial blunt‐end 
To generate an artificial ends, the oligonucleotides PETRA C and PETRA D for the G‐overhang, 
and  the  oligonucleotides  PETRA D  and  PETRA  E  for  the  blunt‐end, were mixed  in  equimolar 
ratios,  boiled  at  99  °C  for  5  min  and  cooled  down  to  room  temperature  to  allow  proper 
annealing. 1 mM of the artificial G‐overhang or artificial blunt‐end was mixed with 1 mM blunt 
hairpin, 2.4 % PEG 6000 (Fermentas), 5 units T4 DNA ligase (Fermentas), 1x T4 DNA ligase buffer 
(400 mM Tris‐HCl, 100 mM MgCl2, 100 mM DTT, 5 mM ATP  [pH 7.8]) and  ligated overnight at 
room temperature. Samples were  loaded onto a denaturing polyacrylamide gel as described  in 
section 6.2.18. 
 
6.3.4.2 Blunt  hairpin  ligation  to  plasmids  with  blunt‐ends  and  four  nucleotide  3’  or 
5’ overhangs 
Standard hairpin ligation was performed on a plasmid based on a pCR2.1 TOPO vector which 
contains 300 bp of TTTAGGG repeats. The plasmid was linearized with 10 units BglII (Fermentas) 
in 1x  supplied buffer,  treated with 1 unit of Shrimp Alkaline Phosphatase  (SAP; Fermentas)  in  
1x supplied buffer, and digested with 10 units of EcoRV  (Fermentas), PstI  (Fermentas), or XbaI 
(Fermentas)  in  supplied buffers  to give a blunt‐end, a  four nucleotide 3’ overhang and a  four 
nucleotide  5’  overhang,  respectively.  The  generated  endings  were  ligated  to  a  blunt‐ended 
hairpin at 16 °C overnight. Samples were then size separated on a 0.8 % denaturing alkaline gel, 
Southern  blotted  and  hybridized  with  a  (TTTAGGG)4  probe  as  described  in  sections  6.2.12, 
6.2.13, 6.2.15, and 6.2.16. 
 
6.3.4.3 Blunt plasmid ligation to hairpins with blunt‐ends, 1, 2, and 3 nucleotide overhangs 
Standard hairpin ligation of the blunt‐ended hairpin and the indicated hairpin mixes to short 
single stranded overhangs was performed with 2 ng of internal plasmid control per reaction. The 
same  pCR2.1cycB12  plasmid  was  used  to  test  hairpin  ligation  efficiency.  The  plasmid  was 
linearized with 15 units of the blunt‐end cutter EcoRV (Fermentas)  in 1x Buffer R (10 mM Tris‐
HCl [pH 8.5], 10 mM MgCl2, 100 mM KCl and 0.1 mg/ml BSA) prior to hairpin ligation. To prevent 
circular products after hairpin ligation, samples were digested with 20 units XbaI (Fermentas) in 
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1x Tango buffer (33 mM TrisAc [pH 7.9], 10 mM MgAc, 66 mM KAc and 0.1 mg/ml BSA). Samples 
were analyzed by denaturing alkaline gel, Southern blotting, and hybridization with the plasmid 
specific  5’  Klenow  labeled  dsDNA  probe  which  was  amplified  by  Kan‐F‐ZraI  and  Kan‐R‐AflII 
primers (see Table 6). 
 
Table 6: List of used hairpins and primers for control experiments 
Name  Sequence [5’‐3’] Use
Blunt HP  GGATCCGACTTTTGTCGGATCC Blunt hairpin ligation 
Blunt HP 3’A  GGATCCGACTTTTGTCGGATCCA 3’ 1nt mix 
Blunt HP 3’C (+TG)  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGC 3’ 1nt mix 
Blunt HP 3’T (+TG)  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGT 3’ 1nt mix 
Blunt HP 3’G  GGATCCGACTTTTGTCGGATCCG Testing for C on 3’ end
Blunt HP 5’G (+CA)  GCAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTG Testing for 1nt C‐overhang
Blunt HP 5’T  TGGATCCGACTTTTGTCGGATCC Testing for 1nt C‐overhang
Blunt HP 3'AA (+TG) CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGAA 3’ 2nt mix 
Blunt HP 3'AC (+TG) CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGAC 3’ 2nt mix 
Blunt HP 3'CC (+TG) CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGCC 3’ 2nt mix 
Blunt HP 3'CT (+TG) CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGCT 3’ 2nt mix 
Blunt HP 3'TA (+TG) CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGTA 3’ 2nt mix 
Blunt HP 5'GG  GGGGATCCGACTTTTGTCGGATCC Testing for 2nt C‐overhang
Blunt HP 3’CCT  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGCCT 3’ 3nt mix 
Blunt HP 3’CTA  CACGGATCCGACTTTTGTCGGATCCGTGCTA 3’ 3nt mix 
Blunt HP 3’TAA  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGTAA 3’ 3nt mix 
Blunt HP 3’AAA  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGAAA 3’ 3nt mix 
Blunt HP 3’AAC  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGAAC 3’ 3nt mix 
Blunt HP 3’ACC  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGACC 3’ 3nt mix 
Blunt HP 3’CCC  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGCCC 3’ 3nt mix 
OH‐Haripin A  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGCCCTAAA 3‘ 7nt mix 
OH‐Haripin B  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGACCCTAA 3‘ 7nt mix 
OH‐Haripin C  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGAACCCTA 3‘ 7nt mix 
OH‐Haripin D  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGAAACCCT 3‘ 7nt mix 
OH‐Haripin E  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGTAAACCC 3‘ 7nt mix 
OH‐Haripin F  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGCTAAACC 3‘ 7nt mix 
OH‐Haripin G  CAGGATCCGACTTTTGTCGGATCCTGCCTAAAC 3‘ 7nt mix 
Blunt HP2  GGATCCGTAGTCCAAGTCTCACAGTCTAGAGTTT
TCTCTAGACTGTGAGACTTGGAGATGGGATCC 
PETRA on HP ligated 
telomere 
Kan‐F‐ZraI  GACGTCTATGATGATTGAACAAGATGGAT Probe for internal control 
plasmid  
Kan‐R‐AflII  CTTAAGTCAGAAGAACTCGTCAAGAA Probe  for  internal  control 
plasmid 
PETRA A  CTCTAGACTGTGAGACTTGGACTAC Primer in blunt HP2 
PETRA B  CTCTAGACTGTGAGACTTGGAGATG Primer in blunt HP2 
3L‐1  CATAATTCTCACAGCAGCACCGTAGA Subtelomeric primer used 
for PETRA on HP2 ligated 
telomere 
PETRA C  GTAGTCCAAGTCTCACAGTTCTAGAGTTTAGGGTTT
AGGGTTTAGGG 
Artificial G‐overhang 
PETRA D  CTCTAGAACTGTGAGACTTGGACTAC Artificial G‐overhang/blunt‐
end 
PETRA E  GTAGTCCAAGTCTCACAGTTCTAGAG Artificial blunt‐end 
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6.3.5 Deep sequencing of telomeric ends 
 
6.3.5.1 Sample preparation 
The same hairpin  ligation protocol was used as  in section 6.3.3. For  ligation of the G‐overhang 
adaptors instead of the hairpin 10 µM preannealed adaptor oligonucleotides were added. Seven 
different adaptor I oligonucleotides, which served as a guidance platform for annealing to the G‐
ovehang,  were mixed  in  equimolar  ratios  and  annealed  to  adapter  II  oligonucleotide  which 
overlaps with adapter one and serves as annealing platform for the PCR primer OH‐3 AluI. After 
overnight ligation at 16 °C, and heat inactivation, the samples for the blunt‐end reaction where 
digested at 65°C overnight with 20 units Tru1I with supplied buffer and overlaid with mineral oil. 
After overnight digest  the  samples were ethanol precipitated, washed with 70 % ethanol and 
dissolved  in  25  µl  TE.  5  µl  of  the  ligation mix were  used  for  the  PCR  reaction.  The  PCR mix 
contained 1x GoTaq buffer  (Promega), 0.5mM dNTPs, 1.25µM  (T3AG3)4 either hairpin specific 
primer HP 3 or G‐overhang adaptor specific primer OH 3 AluI, and 2.5 units GoTaq  (Promega) 
and the reaction was performed in a total reaction volume of 50 µl. The PCR conditions were as 
follows: 95 °C for 2 min; 20 cycles: 95 °C for 30 sec, 55 °C for 30 sec, 72 °C for 40 sec; and 72 °C 
for  5  min  final  extension.  Details  on  used  primers  used  for  the  deep  sequencing  sample 
preparation are shown in Table 2. 
 
Table 7: List of used primers for deep sequencing sample preparation 
Primer  Sequence [5‘–3‘]  Use
(T3AG3)4  TTTAGGGTTTAGGGTTTAGGGTTTAGGG Telomere specific primer 
Adapter Ia  TGGCTTGCCCTAAA  Guide primer for G‐overhang annealing 
Adapter Ib  TGGCTTGACCCTAA  Guide primer for G‐overhang annealing 
Adapter Ic  TGGCTTGAACCCTA  Guide primer for G‐overhang annealing 
Adapter Id  TGGCTTGAAACCCT  Guide primer for G‐overhang annealing 
Adapter Ie  TGGCTTGTAAACCC  Guide primer for G‐overhang annealing 
Adapter If  TGGCTTGCTAAACC  Guide primer for G‐overhang annealing 
Adapter Ig  TGGCTTGCCTAAAC  Guide primer for G‐overhang annealing 
Adapter II  CAAGCCAGTTGTAGCTGACCGTCCTAC Annealing of guide primer and OH 3 primer
Adapter Ia (long)  TGGCTTGCCCTAAACCCTAAA Guide primer for G‐overhang annealing 
Adapter Ib (long)  TGGCTTGACCCTAAACCCTAA Guide primer for G‐overhang annealing 
Adapter Ic (long)  TGGCTTGAACCCTAAACCCTA Guide primer for G‐overhang annealing 
Adapter Id (long)  TGGCTTGAAACCCTAAACCCT Guide primer for G‐overhang annealing 
Adapter Ie (long)  TGGCTTGTAAACCCTAAACCC Guide primer for G‐overhang annealing 
Adapter If (long)  TGGCTTGCTAAACCCTAAACC Guide primer for G‐overhang annealing 
Adapter Ig (long)  CCTAAATGGCTTGCCCTAAAC Guide primer for G‐overhang annealing 
HP 3 primer  GCTCTAGATGGTGGTGTTGGT Hairpin specific primer
OH 3 primer AluI  GTAGGACGGTCAGCTACAAC Primer annealing to adapter II 
 
PCR products were ethanol precipitated, washed with 70 % ethanol, and dissolved  in 30 µl TE 
and digested with AluI as described  in section 6.3.3. The samples were  then purified with  the 
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Nucleospin column purification kit  (Macherey‐Nagel) according  to manufacturer’s  instructions. 
The NT buffer was mixed 1:1 prior to use to enhance removal of small fragments such as primer 
dimers. The samples were eluted  in 30µl supplied elution buffer. After verification of sufficient 
DNA concentration by analysis on a 1 % agarose gel, 20 ng/µl were sent to the Genomics facility 
for  sample  preparation  and  analysis  with  the  next  generation  sequencing  device  Genome 
Analyzer IIx (Illumina). 
 
For deep sequencing analysis we made use of the barcoding system which is depicted in Figure 
58, which allowed the analysis of eight different samples in one deep sequencing lane. Each DNA 
samples was ligated to a ligation primer containing a specific barcode. The obtained sequencing 
reads,  on  average  477.000  per  sample,  were  sorted  according  to  barcode  and  telomeric 
permutations by a script written by a bioinformaticion inthe lab: Branislav Kusenda.  
 
 
Figure 58: Strategy for pooling several gentypes in one deep sequencing reaction 
DNA samples ready for deep sequencing were  ligated with a  ligation primer containing a unique barcode sequence. 
Sequencing was carried out with the sequencing primer (purple). Using the barcode system eight different genotypes 
could be analyzed in one single deep sequencing lane. 
 
The designed barcode adapters and the used sequencing primer can be seen in Table 8. 
Table 8: List of used barocd primers used for deep sequencing analysis 
Blue letters indicate the barcode sequence. Purple letters indicate the complementary region of the primers, 
and black  letters with and without yellow background  indicate  the noncomplementary  region of  the pimer 
pairs.  
Name  Sequence [in alternating orientation as indicated] 
Illumina Adp1 AGT1  5'  pAGTAGATCGGAAGAGCTCGTATGCCGTCTTCTGCTTG 3’ 
Illumina Adp1 AGT2  3’ T*TCATCTAGCCTTCTCGCAGCACATCCCTTTCTCACA 5’ 
Illumina Adp2 GTC1  5'  pGTCAGATCGGAAGAGCTCGTATGCCGTCTTCTGCTTG 3’  
Illumina Adp2 GTC2  3’ T*CAGTCTAGCCTTCTCGCAGCACATCCCTTTCTCACA 5’  
Illumina Adp3 TCA1  5'  pTCAAGATCGGAAGAGCTCGTATGCCGTCTTCTGCTTG 3’  
Illumina Adp3 TCA2  3’ T*AGTTCTAGCCTTCTCGCAGCACATCCCTTTCTCACA 5’  
Illumina Adp4 CAG1  5'  pCAGAGATCGGAAGAGCTCGTATGCCGTCTTCTGCTTG 3’  
Illumina Adp4 CAG2  3’ T*GTCTCTAGCCTTCTCGCAGCACATCCCTTTCTCACA 5’  
Illumina Adp5 TGC1  5'  pTGCAGATCGGAAGAGCTCGTATGCCGTCTTCTGCTTG 3’  
Illumina Adp5 TGC2  3’ T*ACGTCTAGCCTTCTCGCAGCACATCCCTTTCTCACA 5’  
Illumina Adp6 CTA1  5'  pCTAAGATCGGAAGAGCTCGTATGCCGTCTTCTGCTTG 3’  
Illumina Adp6 CTA2  3’ T*GATTCTAGCCTTCTCGCAGCACATCCCTTTCTCACA 5’  
Illumina Adp7 ACG1  5'  pACGAGATCGGAAGAGCTCGTATGCCGTCTTCTGCTTG 3’  
Illumina Adp7 ACG2  3’ T*TGCTCTAGCCTTCTCGCAGCACATCCCTTTCTCACA 5’  
Illumina Adp8 GAT1  5'  pGATAGATCGGAAGAGCTCGTATGCCGTCTTCTGCTTG 3’  
Illumina Adp8 GAT2  3’ T*CTATCTAGCCTTCTCGCAGCACATCCCTTTCTCACA 5’  
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Sequencing primer  5’ ACACTCTTTCCCTACACGACGCTCTTCCGATCT 3’ 
6.4 BrdU and BrdCTP labeling of suspension culture and detection 
Arabidopsis  suspension  culture  was  grown  in  suspension  culture  medium  (4.3  g/l  MS 
complete  salts  [Duchefa M02221], 2 ml/l B5 Gamborg vitamins  [Duchefa G0415], 0.5 g/l MES 
(M1503.0100;  Duchefa),  30  g/l  sucrose,  adjusted  to  pH  5.8,  filter  sterilized,  phytohomones 
added: 0.5 ml/l 2,4‐dichlorphenoxyacetic acid [2,4‐D; Sigma # D6679], 2 ml/l indole‐3‐acetic acid 
[IAA; Sigma # I5148], 0.5 ml/l 6‐(ɣ,ɣ‐dimethylallylamino)‐purine riboside [IPAR; Sigma #D6037]). 
For  passage  of  suspension  culture  after  one  week  of  cultivation,  5  ml  of  old  culture  were 
suspended in 20ml fresh suspension culture medium. The suspension culture was grown at 23°C. 
Labeling pulses of 10 µM BrdU (5‐Bromo‐2’‐deoxyuridine; Sigma B5002) or 10µM BrdCTP (TriLink 
BioTechnologies) were performed three days after culture passage. Co‐cultivation of suspension 
culture with BrdU/BrdCTP for 24/48 hrs, was done to allow for incorporation.  
 
For fixation, 3‐6ml of suspension culture were and transferred to a filter on top of a falcon 
tube. The filter was rinsed with a fixative (3:1 = 96 % ethanol: acetic acid). The filters were put on 
small  Petri  dishes  and  covered  completely with  3:1  fixative.  For  optimal  penetration  of  the 
fixative vacuum was drawn with an exsiccator. The cells were next transferred from the filter to 
microcentrifuge  tubes  containing  fresh  3:1  fixative.  Fixed  cell were  either  further  processed 
immediately or stored at ‐20°C.  
 
For slide preparation experiments, 1ml of  fixed culture was put  to  filter on  top of  falcon  tube 
and the cells were washed  3x 5 minutes with 1xPBS + 0.1 % Triton X100. The cells were treated 
with 200 µl 2 % cellulose (Serva Electrophoresis) and 1 % pectinase (Sigma, P4716) to get rid of 
cell  clusters  for  10 minutes.  The  cells  were  then  washed  again  3x  5 minutes  with  1xPBS  +  
0.1 % Triton X100. To further separate the cells they were transferred into microcentrifuge tubes 
containing 1ml 1xPBS + 0.1 % Triton X100 and  they were sucked up and down 7  times with a 
syringe  through  a needle. 100µl of  the  cells were  spread onto  a  glass  slide  and  let  settle  for  
5 min. The cells were squashed onto the glass plate by addition of 1 drop of 60 % acetic acid and 
application of the cover slip. The slides were tipped  into  liquid nitrogen and the cover slip was 
removed when the slides were frozen. For dehydration the slides were put into a coulpin jar and 
50 %, 70 %, and 100 % ethanol for 2 min each was added. The slides were air dried for 1 hour.  
 
For  immunofluorescence  experiments  0.03  M  NaOH  for  denaturation  was  applied  for  
15 seconds, followed by rinsing with 1xPBS + 0.1 % Triton X100. Consecutively the slides were 
washed 3x 5 min with 1xPBS + 0.1 % Triton X100. 20µl of the 1°antibody anti‐BrdU (Monoclonal 
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anti‐BrdU,  immunohistology  grad,  mouse,  B2531  Sigma)  1:200  were  applied,  the  slide  was 
covered with a plastic foil and  incubated  in a wet chamber at 37°C for 30 min  in the dark. The 
slides were then washed 3x 5 min with 1xPBS + 0.1 % Triton X100. 20µl of the 2°antibody: anti‐
mouse 1:500 (Alexa Fluor 488, goat anti‐mouse  IgG, Molecular probes, A11029) was Apply per 
slide, cover with plastic  foil and  incubate  in wet chamber at 37°C  for 30 min. The slides were 
washed  3x  5 minutes  with  1xPBS  +  0.1  %  Triton  X100.  10  µl  per  slide  were  covered  with 
Vectashield with DAPI  (Vector) excess  liquid was  soaked off with a  filter paper and  the  slides 
were analyzed with a Zeiss Axioscope  fluorescence microscope  (Zeiss) equipped with a cooled 
CCD camera (Visitron). Pictures were acquired and analyzed using MetaVue software (Universal 
Imaging Corporation) Zeiss. 
 
6.5 RNA protocols 
 
6.5.1 RNA extraction 
For total RNA extraction 3 inflorescences per sample were frozen in liquid nitrogen and then 
homogenized with a disposable blue pestle in a microcentrifuge tube containing 500 µl TRI RNA 
extraction reagent (Sigma) and  incubated for 10 min at room temperature. RNA was extracted 
with 100µl chloroform, vortexed, and  incubated for 10 ‐ 15 min at room temperature followed 
by  centrifugation  at  16.100  xg  for  10  min  at  +4  °C.  The  RNA  in  the  aqueous  phase  was 
precipitated  by  addition  of  0.8x  isopropanol  and  incubation  for  10  –  15  min  at  room 
temperature, followed by centrifugation at 16.100 xg for 10 min at +4°C. The pellet was washed 
with 800 µl 70 % ethanol, air dried, and resuspended in 50 µl dH20+DEPC. For storage RNA was 
frozen in liquid nitrogen and kept at ‐80 °C.  
 
6.5.2 RNA quality check 
RNA  samples were quantified by diluting  them 100 – 500  times  in milliQ dH20, measuring 
OD260, and multiplying the absorbance by the dilution factor and a factor of 40. 1 µg of RNA was 
taken and adjusted with dH20  to 5 µl. This was mixed with an equal volume of 2x denaturing 
buffer (6.5 M urea, 2x Loading Buffer III [0.25 % w/v bromphenol blue, 0.25 % w/v xylene cyanol 
FF (AppliChem), 30 % glycerol], 0.66x TBE), denatured at 65°C for 3 min, cooled on ice for 1 min 
and  loaded on a 1.5 % agarose gel prepared with and run  in fresh 1x TBE buffer (10.6 g/l Tris,  
5.5 g/l boric acid, 2mM EDTA  [pH 8.0]) at 12.5V/cm.  Intact RNA was  scored according  to  the 
number of visible bands: RNA  from green  tissue gave 5 sharp bands, RNA  from  inflorescences 
gave 2 sharp bands.  
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6.5.3 Formaldehyde agarose gel electrophoresis 
5 – 20 µg RNA samples were mixed 1:4 with 5x RNA loading buffer (16 µl saturated aqueous 
bromphenolblue  solution,  4  mM  EDTA,  pH  8.0,  2.66  %  formaldehyde,  20  %  glycerol,  
30.84 %  formamide, 4  x FA gel buffer), denatured at 65  °C  for 2 – 5 min,  cooled on  ice, and 
loaded onto a formaldehyde gel. Which was a 1.7 % agarose gel prepared with 1x formaldehyde 
running buffer  (20 mM 3‐[N‐Morpholino] propanesulfonic acid, 5 mM NaAc, 1 mM EDTA  [pH 
8.0];  pH  adjusted  with  NaOH  to  7.0).  Before  running  the  RNA  samples  in  the  gel,  it  was 
equilibrated  in 1x formaldehyde running buffer for 30 min at 5‐7V/min. Then the RNA samples 
were run at 5‐7 V/cm.  
 
6.5.4 Northern blot 
After  running  the  gels  in  the  formaldehyde  agarose  gel,  the  gel was  soaked  in  dH20  for  
15 min, followed by 10x SSC for 15 min. The transfer of the RNA was performed as described in 
section 6.2.13.  
 
Table 9: Northern blot probes 
Probes   Primer 1 [5‘‐3‘]  Primer 2 [5‘‐3‘]
KU70  Ku11 [ACTTGGGATAGCTCTTCCACAGTA] Ku28Bam 
[GGATCCATGGAATTGGACCCAGATGATGT] 
KU80  Ku80‐18 
[AGAGTTCAGGGTCCTGCTCCATAA] 
Ku80‐26 [AAGATCCATTTGAAGGGAC] 
Actin  Actin 2‐1 [CTGCCGCTGTTGTTTCTCCT] Actin 2‐2 [CGTTGTAGAAAGTGTGATGCCA] 
 
6.5.5 Stripping an RNA probe 
For  removing an RNA probe,  the wet membrane was  twice  incubated with ~ 1L of boiling 
0.5%  SDS  and  cooled while  shaking  at  low  rpm.  The membrane was washed with 2x  SSC  for  
10 min and wrapped in Saran wrap. 
 
6.6 Protein protocols 
 
6.6.1 Protein extraction 
Total  protein  extraction  was  performed  in  a  +4  °C  cold  room.  Two  leaves  or  three 
inflorescences  per  sample were  frozen  in  liquid  nitrogen  and  ground with  a  disposable  blue 
pestel. The homogenized powder was resuspended with an equal volume of 2x extraction buffer 
(100 mM Tris‐HCl [pH 7.5], 20 % glycerol, 0.2 % NP‐40, 2 mM EDTA [pH 8.0], 1 mM DTT) where 
10 mM PMSF and 1x protease  inhibitors  (Complete Mini, Roche) were added  just before use. 
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The cell lysate was cleared by centrifugation at 16.100 xg for 10 min. The supernatant was frozen 
in liquid nitrogen and stored at ‐80°C. 
 
6.6.2 Protein concentration determination by Bradford 
1  ml  Bradford  solution  (Roti,  Roth)  was  used  to  determine  protein  concentration.  
1  µg/µl  BSA was  prepared  as  a  reference  standard  and  increasing  amounts  of  BSA  in  1 ml 
Bradford solution were measured with the UV/Visible Spectrophotometer (Ultropsec 3100 pro; 
Amersham) to calculate a standard curve. 1 – 2 µl of extracted protein was mixed with 1ml of 
Bradford solution, vortexed, incubated for 5 min at room temperature, and A595 was measured. 
 
6.6.3 SDS polyacrylamide gel electrophoresis (SDS‐PAGE) 
The 8 % running gel (8% polyacrylamide 29:1 [Fulka], 375 mM Tris‐HCl [pH 8.7], 0.1 % SDS, 
0.1 %  ammonium persulfate  [APS,  Sigma], 0.01 %  Temed) was  loaded  into  the  SDS‐PAGE  gel 
apparatus,  covered  with  a  thin  layer  of  isopropanol,  allowed  to  polymerize,  and  then  the 
stacking  gel  (5 % polyacrylamide 29:1  [Fulka], 125 mM Tris‐HCl  [6.8  ], 0.1 %  SDS, 0.1 % APS,  
0.01 % Temed) was  loaded on top of the running gel. 10  ‐ 20 µg of protein sample was mixed 
with an equal volume of 2 x SDS‐PAGE sample buffer (100 mM Tris‐HCl [pH 6.8], 10 % glycerol,  
0.01 % bromphenol blue, 10 % ß‐mercaptoethanol, 5 % SDS) on  ice, boiled for 5 min at 96 °C, 
cooled  on  ice,  and  loaded.  The  gel was  run  in  1x  electrophoresis  buffer  (6mM  Tris,  48mM 
glycine, 0.025 % SDS) at 120 – 150V until the bromphenol blue migrated out of the gel. 
 
6.6.4 Western blot 
PVDF membrane (Thermo Scientific) was activated by rinsing in pure methanol for 15 sec to, 
soaked  in dH20 for 2 min, and, along with the SDS‐PAGE gel, pre‐equilibrated  in transfer buffer 
(190mM glycine, 25 mM Tris, 20 % methanol) for at least 5 min. The Western blot was built up in 
a  semi‐dry  fashion  as  follows:  negative  electrode,  sponge,  Whatman  paper,  SDS‐PAGE  gel, 
activated and equilibrated PVDF membrane, Whatman paper, sponge, positive electrode). The 
Western blot sandwich was  fixed  in a  transfer chamber and  the  transfer was conducted  in 1x 
transfer buffer at 380mA for 1.5 hrs. The cooled transfer was performed in a cold room and an 
ice  bock  was  added  to  the  transfer  chamber  to  prevent  overheating.    The membrane  was 
washed with 1x TBS‐T  (14.4 mM NaCl, 2.9 mM KCl, 24.8 mM Tris, pH adjusted to 7.4 with KCl,  
0.5 %  Tween)  for  10 min,  the  transfer  quality was  checked  by  staining  the membrane with  
1x  Ponceau  solution  (0.2  %  PonceauS  [Fulka],  5  %  acetic  acid)  for  5  min  and  subsequent 
destaining with dH20. The membrane was washed three times for 10 min with 1x TBS‐T. 
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6.6.5 Antibody hybridization and visualization with ECL system 
Membranes were blocked in blocking solution (5% low fat milk powder in 1x TBS‐T) for 1 hr 
at room temperature. 1° antibody was prepared in 5 % milk in TBS‐T and incubated overnight at 
4°C;  the antibody‐milk was stored at +4°C and could be reused after addition of 0.02 % NaN3. 
The membrane was washed three times for 10 min in blocking solution to remove the unbound 
1°  antibodies.  The  2°  antibody  was  prepared  in  the  same  manner  as  the  1°  antibody  and 
incubated for 2 hrs at room temperature. The membrane was washed three times for 10 min in 
blocking  solution  to  remove  the  unbound  2°  antibodies.  Table  10  lists  the  antibody 
concentrations  used  in  this  study.  The  HRP  signal  was  detected  with  Pierce®  ECL  Advance 
Western Blotting Detection kit according to the manufactrurer’s instructions (Thermo Scientific). 
The signal was visualized by exposure on X‐ray film and development with Curix 60 (AGFA). 
 
Table 10: List of antibodies and dilutions used for antibody hybridization after Western blot 
Antibody  1° or 2° Dilution 
α – Ku70 #300(raised in rabbit) 1° 1:30.000
α – MYC (9e10; raised in mouse) 1° 1:200
α ‐ rabbit conjugated to HRP (PIERCE 
#31460) 
2° 1:50.000
α ‐ mouse conjugated to HRP (PIERCE 
#31444) 
2° 1:50.000
 
6.6.6 Antibody hybridization and visualization with Odyssey® system 
The  Odyssey®  system  (Li‐Cor,  Biosciences)  is  based  on  infrared  conjugated  secondary 
antibodies  instead  of  horseradish  peroxidase  (HRP)  conjugated  antibodies.  The  antibody 
hybridization was performed according to the same protocol as described  in section 6.6.5 with 
the  following amendments:  the PVDF membrane was  Immobilon® FL  (Millipore). The 1x TBS‐T 
buffer  contained  only  0.05%  Tween.  Secondary  antibodies  with  a  fluorophore  conjugate  
(1 mg/ml; Li‐Cor, Biosciences) were used. As soon as the secondary antibody was added to the 
membrane all consecutive incubation steps were carried out in the dark. The fluorescent signal 
was detected with an Odyssey® Infrared imager (Li‐Cor, Biosciences). 
 
Table 11: List of antibodies and dilutions used for antibody hybridization using the Odyssey® system 
Antibody   1° or 2° Dilution  
α – Ku70 #300(raised in rabbit) 1° 1:30.000 
α – MYC (9e10; raised in mouse) 1° 1:200 
IRDye®680 conjugated goat α ‐ rabbit IgG (red) 2° 1:20.000 
IRDye®800CW conjugated goat α ‐mouse IgG (green) 2° 1:20.000 
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6.6.7 Co‐Immunoprecipitation (IP) 
Protein was extracted as described  in section 6.6.1, but with a slightly different 2x protein 
extraction buffer  (100 mM Tris‐HCl  [pH 7.5], 20 % glycerol, 0.2 % NP‐40, 100 µM DTT, 2 mM 
MgCl2, 5 mM NaCl), where 10 mM PMSF and 1x protease inhibitors (Complete Mini, Roche) were 
added just before use.  
 
All reaction steps were carried out  in the cold room at +4 °C. 150 – 200µg of protein were 
mixed with 10 µl α ‐ MYC (9e10) antibody and incubated on the rotator (Stuard rotator SB3) for 
2  hrs.  In  the  meantime  25  µl  of  Protein  A  and  20µl  of  Protein  G  Mag  Sepharose  beads  
(GE  Healthcare,  magnetic  beads)  were  equilibrated  by  washing  them  with  500  µl  TBS 
binding/wash  buffer  (50 mM  Tris,  150 mM  NaCl,  pH  7.5).  The Mag  Sepharose  beads  were 
precipitated on a magnetic rack for 2 min and then the supernatant was removed. The antibody‐
antigen complex was diluted to a total volume of 400µl with TBS binding/wash buffer and the 
magnetic  beads  were  added  to  the  sample  and  incubated  on  the  rotator  overnight.  The 
following day,  the  first  supernatant  sample was kept as a  supernatant  control, and  the beads 
were washed three times with 500 µl TBS binding/wash buffer. After the third wash 40 µl of the 
2x SDS‐PAGE sample buffer (100 mM Tris‐HCl [pH 6.8], 10 % glycerol, 0.01 % bromphenol blue, 
10 % ß‐mercaptoethanol, 5 %  SDS) was added,  incubated on  the  rotator  for 5 min, boiled at  
96 °C for 5 min to elute the protein off the beads, and run on a SDS‐PAGE followed by Western 
blot and antibody hybridization using the Odyssey system as described  in sections 6.6.3, 6.6.4, 
and 6.6.6. 
 
6.7 Bacterial protocols 
 
6.7.1 TOPO cloning (pCR2.1 vector) 
PCR  products were  size  separated  on  an  agarose  gel  to  confirm  the  correct  size  and,  if 
necessary, were gel eluted with the Nucleospin Extract II kit (Macherey Nagel) according to the 
manufacturer’s  instructions.  Adenines  were  added  at  ends  of  the  fragment  of  interest  by 
incubating  the DNA  fragment with 1 µl of dNTPs and 0.2 µl of home‐made Taq polymerase at  
72  °C  for 10 minutes  in a  thermal cycler. 4.8 µl of  the PCR product was mixed with 1.0 µl salt 
solution provided with the TOPO kit (Invitrogen) and 0.2 µL TOPO vector pCR2.1 (Invitrogen) and 
incubated for 30 minutes at room temperature. The whole reaction was used for transformation 
(section 6.7.3) of competent cells, usually TOP10F´ competent cells or DH5α competent cells.  
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6.7.2 Protocol for basic restriction cloning  
Inserts  and  vectors were  digested  overnight with  appropriate  restriction  enzymes.  1  unit 
shrimp alkaline phosphatase (SAP; Fermentas) was added to digested vectors and incubated for 
1  hr  at  37  °C  in  order  to  prevent  relegation.  SAP was  inactivated  by  incubation  at  65  °C  for  
10 min. For basic restriction cloning, a 3:1 ratio of insert : vector was used and was ligated with 
10 units T4 DNA  ligase  (Fermentas) and supplied 1x T4 DNA buffer  (400 mM Tris‐HCl, 100 mM 
MgCl2, 100 mM DTT, 5 mM ATP [pH 7.8]) for at least 2 hrs at room temperature or at overnight 
16 °C. The entire reaction volume was used for transformation as described in section 6.7.3 
 
6.7.3 Transformation of competent E.coli cells 
100 µl competent cells (TOP10F’ or DH5α) were thawed on ice and the ligation mix or, in the 
case of relegation test only the plasmid was added to the cells. The cells were mixed gently by 
inversion and incubated on ice for 5 min. Then the transformation was performed by heat shock 
(42 °C  for 45 sec),  followed by  incubation on  ice  for 2 min. 900 µl LB was added and the cells 
were incubated at 800 rpm for 1 hr at 37oC. The cells were collected by centrifugation at 3300 xg 
for 3 min and  resuspended  in 100 µl  LB. The  cells were plated on  LB plates with appropriate 
antibiotic and grown upside down overnight at 37°C.  
 
6.7.4 Miniprep plasmid extraction 
E. coli from a glycerol stock (overnight culture in 15 % glycerol; stored at ‐80 °C) were grown 
on LB plates with appropriate antibiotics and  incubated over night at 37  °C. A single CFU was 
picked and a 5 ml overnight culture was grown at 37 °C with shaking at 180 rpm in a glass tube 
with  appropriate  antibiotics.  Two  times  1.5  ml  of  overnight  culture  were  transferred  to  a 
microcentrifuge  tube and  spun down at 16.100  xg  for 15  sec. The pellet was  resuspended  in  
250 µl resuspension buffer (50 mM Tris‐HCl [pH 8.0]; 10 mM EDTA [pH 8.0], 200 µg/mL RNaseA) 
and mixed gently by inverting 5‐6 times with 250 µl lysis solution (200 mM NaOH, 1% SDS). The 
lysis  reaction was neutralized by adding 300 µl neutralization buffer  (3M KOAc  [pH 5.5]), and 
gentle mixing. The debris was spun down at 16.100 xg  for 6 min, and  the plasmid DNA  in  the 
supernatant was precipitated by adding 0.8x  isopropanol, vortexed  for 1 min and pelleted by 
centrifugation at 16.100 xg for 1 min. The pellet was washed with 500 µl 70 % ethanol, pelleted 
at 16.100 xg for 2 min, dried at 37 °C for 10 min, and resuspended in 50 µl dH20  
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6.7.5 Agrobacterium transformation by electroporation 
Agrobacterium  tumefaciens  (strain GV3103) cells were  thawn on  ice and 10 – 100 µg of a 
plasmid  containing  the  construct of  interest was added and  the mixture was  transferred  to a 
precooled cuvette. The cuvette was dried from all residual water outside and any bubbles in the 
bacterial  solution were  removed. The cuvette was placed  in  the electroporation chamber and 
the  cells were  charged with  the  following  paramerter:  400  Ω,  25  µF  and  1.8kV  for  a  1 mm 
cuvette or 2.5 kV  for a 2 mm cuvette  (GenePulser Xcell, BioRad). The  length of  the pulse was  
5 – 8 msec. Quickly, 1 ml of LB media was added, the cells were transferred to a microcentrifuge 
tube and incubated for 1 hr without shaking at room temperature. 100 µl of cells was plated on 
an LB plate with appropriate antibiotics. The plates were incubated for 2 ‐ 3 days at 26 °C. 
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8 ABBREVIATIONS 
°C  degree Celsius 
µ  micro 
µl  micro liter 
µmol   micro molar 
A  adenine 
BM  basal medium 
C  cytsine 
CFU  colony forming unit 
CoIP  Co‐Immunoprecipitation 
Col0  Columbia 0 (Arabidopsis thaliana wild type ecotype) 
DNA  Deoxyribonucleic acid 
dNTP  deoxyribonucleotide triphosphate 
DSB  double strand break 
dsDNA  double stranded DNA 
DSN  douplex specific nuclease 
exo  exonuclease 
F3  filius (son) in 3rd generation 
G  guanine 
G‐OH  G‐overhang 
HP  Hairpin 
HP  hairpin 
HR  homologous recombination 
hr  hour 
HRP  horseradish peroxidase 
hrs  hours 
Infl.  Inflorescence 
kb  kilobasepairs 
kDA  kilodalton 
lab  laboratory 
M  milli 
M  molar 
min  minutes 
n.a.  not applicable 
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NHEJ  Non‐homologous end joining 
nt  nucleotide 
OEX  Overexpression 
OH  overhang 
PCR  Polymerase chain reaction 
PENT  Primer Extension/Nick Translation 
PETRA  Primer Extension Telomere Repeat Amplification 
PolI  Polymerase I 
RNA  Ribonucleic acid 
SAP  shrimp alkaline phosphatase 
sec  seconds 
sn  supernatant 
sskk  stn1 ku80 double mutants 
Susp.  Arabidopsis suspension culture  
T  thymidine 
T3  transformant in 3rd generation 
t‐loop  telomeric loop 
TRF  terminal restriction fragment 
UDG  Uracil DNA glycosylase 
Ws  Wassilewskija (Arabidopsis thaliana wild type ecotype) 
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9 APPENDICES 
 
9.1 Methods for analyzing the 3’ G‐overhang  
 
STELA (Single Telomere Length Analysis) 
STELA (Baird et al., 2003)  is a PCR based telomere  length analysis that allows the telomere 
length determination of a single  telomere. A  telorette primer containing one  telomeric  repeat 
and a unique sequence,  is annealed to the G‐strand and consecutively  ligated to the 5’ end of 
the C‐strand. As the telorette primer additionally contains a unique sequence, this sequence and 
a primer of  the  subtelomeric  region of  a  specific  chromosome  arm  can be used  to  amplify  a 
specific  telomere. This method was  first applied  in human  fibroblasts and  revealed a bimodal 
distribution of telomeres as well as telomeres as short as 49 nt in human senescent cells (Baird 
et al., 2003). Unfortunately, this method does not allow for analysis of the G‐overhang  length, 
but  it depends on the presence of a G‐overhang. However, STELA allows for the determination 
of the terminal nucleotide of the C‐strand (Sfeir et al., 2005). Instead of mixing telorette primers 
with all possible telomeric permutations, only one telorette primer at a time is used and ligated 
to always the same amount of DNA. The signal intensity of the resulting PCR products, observed 
after Southern blot hybridization, can be compared and thus the most abundant 5’ end of the  
C‐strand  can  be  detected.  In  humans  CCAATC‐5’  is  the most  abundant  terminus  (Sfeir  et  al., 
2005).  
 
PETRA (Primer extension/nick translation analysis) 
The PETRA telomere length analysis is, as well as STELA, a PCR based method, first applied in 
Arabidopsis (Heacock et al., 2004). A telomeric primer consisting of two telomeric repeats and a 
unique sequence is extended by DNA polymerase I which degrades the DNA strand in front of it. 
The  newly  synthesized  C‐strand was  PCR  amplified with  a  subtelomeric  primer  and  a  primer 
identical  to  the  unique  sequence  of  the  primer  used  for  annealing  to  the  G‐overhang.  PCR 
products are analyzed by Southern blot hybridization.  In contrast to human subtelomeric DNA, 
the subtelomeres of Arabidopsis contain unique sequences which allows for even more specific 
analysis of telomere  length of specific chromosome arms (Heacock et al., 2004). However,  it  is 
also not possible to analyze G‐overhang structures with this method.  
 
In gel hybridization technique 
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Dionne et al. have developed the in‐gel hybridization technique in 1996. It is an amendment 
of non‐denaturing Southern hybridization and allows the detection of single stranded DNA at the 
end of  terminal  restriction  fragments  (TRFs). Native DNA  is  separated according  to  size on an 
agarose gel and the gel  is consecutively dried preserving the contained DNA  in  its native state. 
The DNA is then probed with and end labeled, radioactive oligonucleotide probe to detect single 
stranded DNA. To  test  for equal  loading  the  same  gel was denatured  and  reprobed with  the 
same probe. As  the single stranded  telomeric DNA detected with  this method could also arise 
from  internal  stretches of  single  stranded DNA  the  E. Coli  exonuclease  I  (5’  – 3’  exonulcease 
activity) was  used  to  eliminate  this  possibility.  The  in‐gel  hybridization method was  the  first 
method to detect terminal G‐overhangs. The experiments were performed with DNA extracted 
from S. cerevisiae and  revealed  that  long G‐overhangs are only present at  the end of S‐phase 
(Dionne and Wellinger, 1996). Depending on which oligonucleotide probe is used, G‐ or C‐strand 
specific overhangs can be detected with this method.  It  is moreover possible to determine the 
amount  and  length  of  the  G‐overhangs  as  more  and  longer  G‐overhangs  can  bind  more 
oligonucleotide probe. However, quantification of  the  signal  intensity  can  only be performed 
relative  to a compare  signal.  In‐gel hybridization does not allow  for exact determination of g‐
overhang  length. As an oligonucleotide,  in  the  initial experiments of 22 nt  length,  is used  for 
hybridization,  this  oligonucleotide  length  limits  the  length  of  detectable  G‐overhangs.  
G‐overhangs  shorter  than  the  oligonucleotide  used  for  radioactive  labeling will  be  neglected 
with  this method,  as  the  oligonucleotide  cannot  hybridize  to  these  short  stretches  of  single 
stranded DNA.  
 
Telomere oligonucleotide ligation assay (T‐OLA) 
In  the  telomere  oligonucleotide  ligation  assay,  (CCCTAA)n  oligonucleotides  were 
phosphorylated, labeled with ɣ32P‐ATP, and hybridized under stringent conditions to native DNA 
in  the  presence  of  a  thermostable  ligase.  The  oligonucleotides  can  thus  hybridize  to  the  
G‐overhang and  if they annealed perfectly next to each other they can be covalently  linked by 
the ligase. The ligated products are then released from the template DNA by heat denaturation 
and the samples are separated on a denaturing polyacrylamide gel. Cimino‐Reale et al. examined 
four human cell  lines  (lymphocytes, primary  fibroblasts, HeLa cell, and U937 human cells) and 
revealed  that  the majority of human G‐overhangs  is below 90 nt, although  they were able  to 
detect G‐overhangs of up to 400 nt (Cimino‐Reale et al., 2001). Disadvantages of this assay are 
that  incomplete phosphorylation of  the oligonucleotides  prevents  ligation  and  that  the  exact 
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determination of the G‐overhang  length  is not possible, due to the use of fixed oligonucleotide 
length.  
 
G tail telomere hybridization protection assay (Gt‐telomere HPA) 
The  Gt‐telomere  HPA  assay,  in  contrast  to  all  the  other  G‐overhang  detection  assays 
described, uses a chemiluminescent probe for detection. An acridinium ester‐labeled HPA probe 
is hybridized to native DNA and can thus bind to the single stranded G‐overhang. After binding of 
the probe the samples are hydrolyzed to inactivate unbound acridinium ester. The bound probe 
is  still  chemiluminescent  and  the  emitted  light  can  thus  be  detected.  The  amount  of 
luminescence detected  can be  correlated  to  the G‐overhang  length depending on how many 
molecules can bind the G‐overhang (Tahara et al., 2005). This method only determines the mean 
length  of  G‐overhangs,  it  is  not  chromosome  specific  and  cannot  account  for  a  bimodal 
distribution of G‐overhang length as it might be present if there are differences between leading 
and  lagging strand G‐overhangs. However,  it  is suited  to detect G‐overhangs as small as 20 nt 
and it can be applied directly to cell pellets. Thus, it is suitable for high throughput screenings of 
mean G‐overhang length.  
 
Overhang protection assay 
In  the overhang protection assay  the  single  stranded G‐overhang  is covered with a mix of 
sequence unspecific  single  strand binding proteins  and with UP1, which  is  a TTAGGG  specific 
single  strand binding protein. The proteins  are  crosslinked  to  the  single  stranded G‐overhang 
and then the double stranded DNA is digested with DNaseI. After digestion, the protein binding 
is  reverse  crosslinked  and  the  proteins  are  degraded with  proteinase  K.  The  remaining DNA, 
which  is only the G‐overhang,  is  labeled with a C‐strand probe and the DNA fragments are size 
separated  on  a  native  polyacrylamide  gel.  This method was  developed  for HeLa  cell  cultures 
(Chai et al., 2005). To verify that the detected signal stems from the G‐overhangs and not from 
internal single stranded DNA regions, DNA was treated with Exo1 which resulted in a reduction 
of  the  hybridization  signal,  as  expected.  The  opposite  experiment,  the  pretreatment  with  
T7 gene 6 exonuclease, which resects  the C‐strand,  resulted  in  increased G‐overhang signal as 
expected. The G‐overhang signal detected with this assay is the mean of the overall G‐overhang 
signal. The lower detection limit is 45 nt, as signals below that have too much background noise 
on the autoradiograph.  
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Double strand specific nuclease assay 
In  this  assay  telomeric DNA  is  digested with  a  Kamachatka  crab  duplex  specific  nuclease 
(DSN), which  fragments  the double  stranded  region of  the  telomere  in ~10 bp  long pieces of 
DNA. After digestion, the samples are size separated on a denaturing gel and a Southern blot is 
performed. The membrane is hybridized with a C‐probe. Control experiments showed that high 
concentration  of  substrate  and  DSN  can  cause  unspecific  digestion  of  ssDNA.  However, 
according to Zhao et al., this unspecificity does not pose a problem as the amount of dsDNA in 
the sample outcompetes the ssDNA such that no ssDNA would be digested. Incubation of control 
DNA  fragments  that  contained  long  and  short  single  stranded  oligonucleotides  which  were 
annealed together showed, that 5  ‐ 6 nt of dsDNA remains undigested  in such constructs. The 
lower  detection  limit  of  this  assay  is  12  nt.  Experiments  showed  that  human  BJ  foreskin 
fibroblasts  as well  as  HeLa  cervical  cancer  cells  have  20  ‐  400  nt  long  G‐overhangs,  but  no  
C‐overhangs were detected. Analysis of pre‐separated leading and lagging strand DNA revealed 
that in humans the lagging strand G‐overhang has an average length of 115 nt, while the leading 
strand G‐overhang is only about 40 nt long (Zhao et al., 2008). This method is gaining acceptance 
in the field and may prove to be the most accurate method available. However, as this assay has 
a lower detection limit of 12 nt, it is not capable of detecting G‐overhangs shorter than this.  
 
Primer annealing and extension  
For  primer  annealing  guide  oligonucleotides  were  generated,  which  were  ligated  to  the  
G‐overhang  to  determine  the  last  nucleotides  of  the  G‐overhang  and  G‐overhang  length 
(McElligott  and Wellinger,  1997;  Jacob  et  al.,  2003).  Prior  to  ligation  a  radioactively  labeled 
unique  oligonucleotide was  annealed  to  guide  oligonucleotides which  protruded  the  unique 
oligonucleotide  at  the  3’  end  with  a  telomeric  permutation.  Guide  oligonucleotides  of  all 
possible telomeric permutations were annealed to the unique oligonucleotide. To determine the 
last  nucleotide  of  the  G‐overhang  those  guide  oligonucleotides  were  ligated  separately  to 
genomic  DNA  and  then  ligation  products  were  separated  by  size  on  an  agarose  gel  and  a 
Southern  blot  was  performed.  In  Tetrahymena  the  most  common  permutation  at  the  
G‐overhang  is TGGGGT‐3’. To determine G‐overhang  length radioactively  labeled guide primers 
were extended with T4 DNA polymerase, which does not displace the DNA strand  in front of  it 
and therefore synthesis stops at the 3’ end of the C‐overhang. The extension products were size 
separated  on  sequencing  gels.  G‐overhang  length  of  wild  type  Tetrahymena  is  14  ‐  15  and  
20 ‐21 nt  (Jacob et al., 2003). The G‐overhang  length  in human HeLa cells and non‐replicating 
lymphocytes was detected to be longer than 45 nt (McElligott and Wellinger, 1997). This method 
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allows  accurate  determination  of  the  G‐overhang  length,  but  it  is  dependent  on  the  non‐
degradation  activity  of  T4  DNA  polymerase  regarding  the  DNA  strand  in  front  of  it.  The 
determination  of  the  last  nucleotide  of  the  G‐overhang might  be  dependent  on  potentially 
varying ligation preferences of the different guide oligonucleotides.  
 
Primer Extension/Nick‐Translation 
In this method, a primer is annealed to the G‐overhang of native genomic DNA and extended 
by DNA polymerase I, which displaces and degrades the already existing DNA strand in front of 
it. DNA polymerase  I  is allowed to extend the primer  in the presence of dATP, dTTP, and dCTP 
but not dGTP. As no guanines are present in the C‐strand the primer extension reaction stops as 
soon as it reaches the subtelomere. The DNA fragments are size separated on an alkaline gel and 
therefore the newly synthesized strand migrates faster through the gel than genomic DNA and is 
visible  as  a  smear  which  corresponds  in  size  to  telomere  length  (Makarov  et  al.,  1997). 
Experiments with DNA extracts from human primary fibroblasts revealed that more than 80 % of 
human  telomeres have  long G‐overhangs  and  the  telomeres  range between 130  and 210 nt. 
Applying  PENT  on  Arabidopsis  and  Silene  latifolia  telomeres  revealed  that  about  50  %  of 
telomeres  have  a  G‐overhang  (Riha  et  al.,  2000).  The  identity  of  the  remaining  fraction  of 
telomeres  remained unknown. The PENT assay allows  to exactly determine  the  length of  the 
telomeric  tract without also  including  the subtelomere. However,  it also has some drawbacks. 
Due  to  the primer  annealing properties only  telomeres  that  contain  a G‐overhang of  at  least 
12 nt are susceptible  to  this method. Therefore one cannot determine whether  the  remaining 
50 %  of  signal,  which  does  not  react  with  the  assay,  are  telomeres  with  a  totally  different 
terminal structure or are just not detectable with this method. As the telomeres in the classical 
PENT  assay  are  not  separated  from  genomic DNA  the  remaining  fraction  of  telomeric  signal 
could  also  stem  from  single  stranded  regions  of  telomeric  repeats  that  occur  at 
intrachormosomal locations.  
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